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A os meus pais pola mellor herdanza que me 
puideron deixar: a oportunidade de coñecer e 







Vindo de Ourense podo facer miña parte da 
letra dunha canción de Madredeus:  
“Cando vin ó lonxe o mar 
alí fiquei parada o ver. 
Cando vin o mar, sen querer, 






Viejita... ya está. 
Ya terminé “eso” que estaba haciendo y, los 





Cuando me decidí a realizar este trabajo, me subí a un carro repleto 
de fuerza que circulaba por un camino llano y lleno de ilusión. Los años 
fueron pasando y el carro se fue cargando de pequeños problemas, de 
cansancios y además el camino se hizo pesado, a veces incluso, de difícil 
andar. Sin embargo, ya sabía entonces que tendría a alguien que me 
ayudaría a tirar de él, que tendría quien me apoyara para no volcar con él y 
que tendría quien me empujara cuando las fuerzas disminuyeran o la 
pendiente fuera dura.  
 
Este apartado de la tesis es, curiosamente, el último que hago, el que 
dejo para el final. Con él no sólo quiero cumplir con la parte tradicional y 
casi “burocrática” que supone la presentación de una tesis como acto 
académico, sino que también quiero expresar mi más sincero 
reconocimiento a los méritos de muchas personas que, de una forma u otra, 
están en estos momentos, en los que escribo, en mi mente y en mi 
recuerdo.  
 
Por este motivo, en esta carilla de la hoja expongo unos 
agradecimientos que de ley deben de ser valorados. Pero al dorso expreso 
los míos, “mis agradecimientos” y desde luego, a mi manera. 
 
Agradezco a mi director de tesis, al profesor José Luís Rodríguez 
Rodríguez, no sólo su dirección sino también su colaboración directa en la 
elaboración. Le agradezco su esfuerzo por enseñarme el complejo mundo 
lipídico y de los ácidos grasos, su paciencia por intentar domar mi espíritu, 
un tanto rebelde, que reflejaba las prisas de terminar cuanto antes. 
Sobretodo es de agradecer su capacidad de búsqueda de nuevas 
explicaciones a las cosas y ante todo, su búsqueda de la perfección. 
 
A la Dra. Dorotea Martínez Patiño, no le agradezco, la culpo 
directamente porque ella me metió de lleno en el mundo de la acuicultura 
que, como afirmó un día, no consiste en fabricar tornillos y por eso, se debe 
investigar sobre la forma de solucionar todos los problemas que surgen. Le 
agradezco su confianza en mí desde el primer momento y por supuesto, la 
gran oportunidad que me dio siempre de ampliar las posibilidades de mi 




 Está claro que no soy la escritora Isak Dinesen. Dejo también muy claro que no soy 
Meryl Streep interpretando a la baronesa Karen, que llega a África (Kenia) desde Dinamarca, 
para sumergirse en la gran aventura de cultivar café, con la estimable ayuda de la tribu 
Kikuyu que vivía en aquel hermoso lugar. Por lo tanto, yo no puedo empezar mi cuento con 
la frase tan famosa de: “Yo tenía una granja en África, al pie de las colinas de Ngong...”. 
 
 Yo sólo intento escribir, a mi humilde manera, el apartado de “mis agradecimientos” 
en este manuscrito al que llaman tesis. Soy de Ourense (lugar sin mar) y llegué a Ribadeo 
para ocupar una plaza en el Centro de Cultivos Marinos (antiguo plan marisquero). Mi 
aventura consistió en intentar cultivar bivalvos marinos y, de la tribu que me encontré en 
este pintoresco lugar, hablaré a continuación. Desde luego, yo tendré que empezar mi 
cuento escribiendo: “Yo tenía un criadero en Ribadeo, a orillas de la Ría de Ribadeo…”. 
 
 Mi tribu, la gente que me ayudó a conducir el carro para poder terminar este trabajo 
y que día a día trabajan conmigo cultivando, administrando papeles e investigando, está 
formada por personas con una personalidad y características, desde luego, muy dispares. 
Quiero nombrarlas una a una y renombrarlas con las expresiones cariñosas que me sugieren 
al recordarlas. Gracias a: Alicia (Mi má/Voz clara); Ana Cruzado (La memoria); Ana Cerviño 
(Arco Iris); Andrea (Río que fluye); Conchita (Brisa fresca/Río manso); Diana (Dulce niña); 
Dorotea (Estrella Polar); Fiz (Pequeño gran hombre); Javier (El primero en el baile); José Mª 
(El que es habilidoso); Justa (Risa alegre); Maria José (Canto de jilguero); Menel (Pájaro de 
nieve); Mercedes (Siempreno); Merche (Hoja verde); Viki (Gota de Rocío)... No pongo “y” y 
termino con puntos suspensivos, porque algunos emigraron (Emi, Raquel, Miryan, Manu, 
Miguel, Nel, María...) y otros están llegando (Toño, Sari,...). 
 
 Al final, cuando Karen 
tiene que marchar, deja a un 
lado su carácter orgulloso y 
se postra de rodillas delante 
de una alta personalidad, 
para apelar por aquellas 
gentes que la ayudaron y le 
enseñaron tanto en los días 
compartidos. Yo he solicitado 
el poder defender este nues-
tro trabajo a orillas de la Ría 
de Ribadeo, tal como va la burocracia no tengo mucha confianza en lograrlo pero, allá en 
donde la defienda, es más, allá en donde esté, siempre habrá una “Memorias de Ribadeo” en 
mi cabeza. 
 
 Para la banda sonora, dejo que suene la Real Banda de gaitas de Ourense que me 
trasladan a mi origen (al principio de los principios)... a mi familia. Para ellos no tengo 
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I.-INTRODUCCIÓN 
 
 1.- ALMEJA BABOSA, Venerupis pullastra: DESCRIPCIÓN DE LA 
ESPECIE  
 
 1.1.- Clasificación, Hábitat y Distribución 
  
  La almeja babosa, es un molusco lamelibranquio perteneciente a la 
familia Veneridae cuya clasificación taxonómica es la siguiente: 
 
 PHYLUM    MOLLUSCA 
 CLASE    BIVALVIA 
 SUBCLASE    HETERODONTA 
 SUBORDEN    VENEROIDA 
 SUPERFAMILIA   VENEROIDEA   
 FAMILIA    VENERIDAE 
 GÉNERO   Venerupis 
 ESPECIE   pullastra (Montagu, 1803) 
 
  La almeja babosa, es una especie del litoral que vive enterrada en 
bancos localizados en zonas intermareales o submareales. Al presentar 
sifones más cortos que otras especies de almeja, no puede enterrarse 
tanto, resistiendo muy mal los períodos de desecación de la bajamar.  
 
  Se distribuye por Europa desde el norte, Noruega, el Mar Báltico y el 
Mar del Norte, Inglaterra, Irlanda, el Mar Cantábrico y Atlántico español, 
Portugal, alcanzando el sur, hasta Marruecos. Al este se distribuye por el 
Mar Mediterráneo (Argelia, Túnez, Italia, Grecia y Egipto) hasta el Mar Rojo 
sin alcanzar el Mar Negro (Marsh, 1966, Fischer-Piette y Metivier, 1971). 
 
  En Galicia, puede ocupar nichos ecológicos con especies muy 
similares algunas autóctonas, tales como la almeja fina (Tapes decussatus), 
la almeja rubia (Venerupis rhomboides, Pennant, 1777), la almeja bicuda 
(Venerupis aurea) y otras introducidas como la almeja japonesa (Tapes 
philippinarum). 
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 1.2.- Biología de la especie 
  












 Su concha está formada por dos valvas iguales, unidas por un 
ligamento (charnela) que posibilita su apertura y cierre. Es ovalada y 
ligeramente alargada. La superficie externa está surcada por líneas concén-
tricas muy marcadas paralelas al borde mientras que, las líneas radiales son 
imperceptibles a diferencia de otras especies. 
 
  En la superficie in-
terna de las valvas se en-
cuentran las dos insercio-
nes de los músculos abduc-
tores. También se observa 
la línea paleal, impresión 
dejada por el reborde del 
manto y que, en la región 
anterior, presenta un seno 
paleal a nivel de los sifo-
nes. 
 
  Las valvas encierran el cuerpo del animal (Figura 1) constituido 
principalmente por: masa visceral (con los órganos viscerales) y los órganos 
no viscerales que incluyen el manto, los sifones, el pie y las branquias. 
















































 Fig. 1: Representación del cuerpo de Venerupis pullastra. 
 
 En la masa visceral se encuentra el aparato digestivo, el sistema 
circulatorio, el aparato reproductor y el sistema nervioso. 
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 El aparato digestivo está formado por la boca, esófago, 
estómago, intestino, recto y ano. La glándula digestiva envuelve el esófago, 
estómago y parcialmente el intestino. Las partículas alimenticias son atra-
padas por el mucus secretado por el manto y las branquias. Los cilios, pre-
sentes en ambas estructuras, dirigen estas partículas hacia la boca, rodeada 
de unas extensiones que son los palpos labiales, capturándolas para llevar-
las al estómago. Si las partículas ingeridas son demasiado grandes, pueden 
ser excretadas por el mismo esófago formando las denominadas pseudo-
heces. Una vez asimilado el alimento, las heces circulan vía intestino recto y 
desembocan en el ano, muy próximo a los sifones. 
 
 El sistema circulatorio es abierto. Está formado por el 
corazón, con dos ventrículos y un atrio rodeados por el pericardio, colocado 
en posición dorsal. De los ventrículos salen una aorta anterior y otra poste-
rior que recorren el organismo. Del atrio salen vasos venosos hacia las 
branquias, manto y pie.  
 
 El sistema nervioso lo forman tres pares de ganglios conec-
tados entre sí por un cordón neuronal. Un par cerebral a ambos lados del 
esófago y próximos a la boca, un par pedal que inervan el pie y un par 
visceral que inervan el músculo aductor posterior. 
 
 Existe también un sistema excretor constituido por un 
sistema renal sencillo y una glándula del viso que secreta un filamento 
que le permite fijarse al sustrato, siendo más funcional en estadíos 
juveniles. 
 
 El aparato reproductor lo constituye una gónada que, en 
reposo sexual se caracteriza por ser una estructura difusa que desaparece 
prácticamente y que, en su estado de máximo desarrollo, envuelve la 
glándula digestiva ocupando toda la masa visceral. La gónada se diferencia 
sexualmente en la gametogénesis liberando ovocitos o espermatozoides en 
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  Según trabajos desarrollados en el Centro de Cultivos Mariños 
(CIMA) de Ribadeo, por Cerviño Otero, 2005 (DEA), la almeja babosa en 
Galicia presenta un amplio período de madurez sexual y puesta que abarca 
principalmente los meses comprendidos entre febrero y junio, observando 
un pico de máxima puesta en el mes de abril, que es cuando se produce un 
descenso en el Índice de Condición. Siempre presenta gametos maduros no 
atrésicos durante todo el año, con posibilidad de generar reclutamientos 
naturales continuados y de obtener puestas en criadero en cualquier época 
del año. 
 
  El manto es un pliegue laminar que envuelve a todo el animal. Está 
constituido por dos lóbulos unidos en la parte dorsal y que, hacia la región 
posterior forman los sifones (uno inhalante y otro exhalante), soldados 
entre sí, que es una característica de esta especie. 
 
  Las branquias tienen forma típicamente laminar y están en número 
de dos situadas a ambos lados de la masa visceral. Tienen una doble 
misión, alimenticia y respiratoria. Están recorridas por vasos sanguíneos 
muy finos para permitir el intercambio de gases.  
 
  Por último el pie, órgano musculoso bien desarrollado, con el que se 
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  1.2.2.- Ciclo Biológico 
 
  Un bivalvo sufre grandes transformaciones en sus estructuras a lo 
largo de su vida, lo que permite distinguir los siguientes estados: 
perizigótico, término propuesto por Lucas (1980) y que designa al período 
que va desde la meiosis ovocitaria hasta el estado de segmentación de 8 
blastómeros; embrionario, hasta la formación de la larva trocófora; larvario, 
hasta la metamorfosis y postlarvario, cuando alcanzan la apariencia defi-
nitiva con distintos tamaños (juvenil y adulto). 
 
 
  Fig. 2: Los estadíos del desarrollo en bivalvos y su agrupación de acuerdo a 
diferentes criterios.  
 
  Como se representa en la Figura 2, estos estados se pueden agrupar 
de acuerdo a diferentes criterios (Lucas, 1984). Si se considera el modo de 
vida, los tres primeros estados, que son pelágicos, se oponen a los otros 
tres, que son bentónicos. Si se tiene en cuenta la morfología del organismo 
en los diferentes estados de desarrollo, la fase postlarvaria se diferencia de 
las dos siguientes por el hecho de que todavía no ha adquirido las 
estructuras definitivas de la especie considerada. Así, los estados juvenil y 
adulto constituyen el imago (Lucas, 1984) y representan la fase imaginal, 
mientras que los anteriores, la llamada fase preimaginal. 
 
  El ciclo biológico de estos individuos comienza una vez que su 
gónada ha alcanzado el máximo desarrollo y las células sexuales adquieren 
su completa madurez y por lo tanto, tiene lugar la expulsión de los 
gametos.  
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 Fig. 3: Representación del ciclo biológico de Venerupis pullastra. Fases del desarrollo 
larvario desde ovocito fecundado hasta postlarva y sus estrategias de utilización de reservas 
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  1.- FECUNDACIÓN 
 
  Se trata de una especie, como se ha dicho anteriormente, dioica que 
emite sus gametos en el agua, produciéndose la fecundación de los huevos 
de forma externa.  
 
  Después del desove, el esperma se aproxima y enlaza la superficie 
de los ovocitos teniendo lugar la reacción acrosomal, produciéndose la 
fusión de los gametos. En el punto donde tiene lugar esta unión, se forma 
una profusión del citoplasma del ovocito, que rodea al espermatozoide y 
que recibe el nombre de cono de fecundación. 
 
  2.- DESARROLLO EMBRIONARIO 
 
  Comienza con la reacción acrosomal y consiguiente fusión de los 
gametos. 
 
  En general, la segmentación de los ovocitos fecundados en moluscos 
bivalvos, es de tipo espiral dando lugar a una gástrula, que se transformará 
en una larva trocófora de vida libre y natatoria.   
 
  Toda la serie de cambios que ocurren durante el desarrollo 
embrionario hasta la formación de los primeros estadíos larvarios, tiene 
lugar a expensas de las reservas almacenadas en el ovocito durante la 
vitelogénesis.  
 
  3.- DESARROLLO LARVARIO 
 
  LARVA TROCÓFORA 
 
  El estadío de larva trocófora, primera forma de vida larvaria y nata-
toria, comienza a las 20 horas aproximadamente después de la fecundación. 
Se caracteriza por la formación de dos estructuras importantes. Una corona 
de cilios denominada prototroca (órgano locomotor) que será el precursor 
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concha larvaria o prodisoconcha I, recubriendo paulatinamente el cuerpo de 
la trocófora. 
 
  LARVA VELIGER 
 
  La transformación de la prototroca en el velo y la secreción comple-
ta de las dos conchas específicas de los bivalvos adultos, conduce a la larva 
veliger, primera forma de larva planctotrófica reconocible. 
 
  La formación de la larva D se lleva a cabo en un período de tiempo 
entre las 30 y las 48 horas desde la fecundación del ovocito. 
 
 A medida que la larva veliger va creciendo adquiere diferentes 
morfologías: 
 
 Larva D, la primera forma de larva veliger, se caracteriza por 
presentar una charnela recta que une las dos valvas prodisoconcha I lisas, 
adquiriendo la morfología que le da su nombre. 
 
 Larva umbonada o veliconcha, provista de la prodiso-
concha II secretada por el manto, con ornamentación ya patente y 
presencia del umbo debido a la curvatura de la charnela, antes recta. Esta 
fase aparece a los 4 días y finaliza a los 13-22 días con la formación de la 
larva pediveliger. 
 
  Lo que caracteriza esta etapa de vida larvaria es el velo, órgano que 
le permite captar el alimento. Este es transportado de la boca al esófago y 
de ahí al estómago donde, por medio del estilo cristalino, se trituran las 
partículas alimenticias con las enzimas que él mismo libera. Posteriormente 
pasan a la glándula digestiva, que segrega nuevas enzimas, para realizar la 
digestión intracelular. Una vez asimilados los nutrientes y después de atra-
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  LARVA PEDIVELIGER 
 
  La fase de vida pediveliger se corresponde con una etapa de 
transición donde coexiste una vida natatoria, característica del estado 
larvario (con velo), y una vida sedentaria, sésil o con escasa capacidad de 
movimiento, típica del estado adulto (con pie).  
 
  Este período finaliza cuando la larva se encuentra lista para la 
metamorfosis siendo el acúmulo de reservas, principalmente lipídicas, uno 
de los factores desencadenantes del proceso (Holland y Spencer, 1973). 
 
  En esta especie se alcanza esta etapa aproximadamente a los 15 
días con una talla de 230-250 µm. 
 
  4.- METAMORFOSIS 
 
  En función de como haya ido el desarrollo larvario, entre los 13 y 22 
días, tiene lugar la metamorfosis caracterizada por la desaparición del velo 
y la aparición del pie, pasando de ser un organismo pelágico a un organis-
mo bentónico, con los rasgos y características de un organismo adulto. 
 
  Ello conlleva que la función del velo,.como órgano natatorio-
alimenticio, pase a recaer en las branquias y los sifones, los cuales, captan 
el oxígeno disuelto en el agua y atrapan las partículas alimenticias, 
arrastrándolas hacia la boca por medio de los cilios presentes tanto en las 
branquias como en los bordes del manto. 
 
  La superación de la metamorfosis y el tiempo en que se lleve a cabo 
está relacionado con las reservas energéticas que adquiere y acumula a lo 
largo de su vida larvaria.  
 
  Entre la desaparición de velo y la funcionalidad de las branquias, 
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  5.- DESARROLLO POSTLARVARIO 
 
  La etapa de metamorfosis implica reestructuraciones tisulares con la 
pérdida de algunos órganos y la aparición de otros hasta la consecución de 
una postlarva. 
 
  La postlarva también llamada plantígrado, comienza a adoptar la 
forma definitiva del adulto, crece alimentándose de los nutrientes del medio 
marino, desarrollando la concha adulta o disoconcha. 
 
  La vida juvenil y la fase adulta es la etapa de semilla en la que el 
organismo crece y se desarrolla con las estructuras típicas de un individuo 
adulto. 
 
 1.3.- Comercialización y producción en Galicia  
 
  Durante el año 2003 el valor de los productos subastados en las 
lonjas gallegas superó los 330 millones de euros, 228 de los cuales 
proceden de la venta de pescado (Tabla I). 
 
  Tabla I: Producción total pesquera de Galicia en primera venta (Pesca fresca). 
Resultados acumulados en 2003. 
 
 Cantidad (kg) Euros 
   
Cefalópodos 7.169.554 22.564.931 
Crustáceos 1.411.256 23.623.179 
Bivalvos 8.217.116 58.810.467 
Gasterópodos 8.280 12.612 
Equinodermos 300.762 495.357 
Otros invertebrados 28 864 
*Peces 107.422.323 228.697.042 
   
Total de la primera venta 124.310.323 334.622.945 
 
Fuente: Anuario de pesca fresca, 2003 (Servicio de Estudios Pesqueros). 
 
  Los mariscos bivalvos representaron un volumen próximo a los 60 
millones de euros, fruto de las más de 8.300 t subastadas en las lonjas. 
Concretamente, la almeja babosa supuso un total de 15 millones de euros 
(1.200 t), como se puede observar en la siguiente Tabla. 
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  Tabla II: Descargas de bivalvos en los puertos gallegos en 2003. 
 
 Kg % Kg € %€ €/ Kg 
      
*Almeja babosa 1.163.298 14,06% 15.608.977 26,40% 13,42 
Almeja bicuda 18.460 0,22% 105.710 0,18% 5,73 
Almeja fina 731.761 8,85% 16.959.386 28,68% 23,18 
Almeja rubia 269.513 3,26% 2.562.931 4,33% 9,51 
Almeja japonesa 633.093 7,65% 5.434.712 9,19% 8,58 
Berberecho 3.420.427 41,35% 12.717.804 21,51% 3,72 
Cadelucha 9.253 0,11% 291.285 0,49% 31,48 
Carneiro 78.077 0,94% 474.014 0,80% 6,07 
Cornicha 1.376 0,02% 6.058 0,01% 4,40 
Longueirón 17.656 0,21% 282.823 0,48% 16,02 
Longueirón vello 9.268 0,11% 25.320 0,04% 2,73 
Mexilla 124.765 1,51% 122.436 0,21% 0,98 
Navaja 83.312 1,01% 1.325.774 2,24% 15,91 
Ostra 18.011 0,22% 69.079 0,12% 3,84 
Rabioso 7.539 0,09% 17.004 0,03% 2,26 
Reló 1.575.906 19,05% 2.548.368 4,31% 1,62 
Vieira 62.372 0,75% 363.212 0,61% 5,82 
Volandeira 47.505 0,57% 208.162 0,35% 4,38 
      
Total bivalvos 8.271.589 100,00% 59.123.055 100,00% 7,15 
      
 
  Las principales lonjas en descarga de esta especie se representan en 
la Figura 4 donde también se expone su precio estimado. 
 
  Fig. 4: Principales lonjas en descarga de V. pullastra y sus correspondientes precios 
en el mercado (€/kg). Los datos proceden del Servicio de Estadística de la Consellería de 
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  Pero como se observa en la Figura 5, la evolución de producción de 
la almeja babosa por pesca extractiva desde 1998 al año 2005, muestra 
una disminución de hasta el 80 % en el 2004 (524.845 Kg) que se recupera 
al año siguiente alcanzando los valores anteriores (1.097.165 Kg). Esto trae 
como consecuencia, variaciones en su precio de mercado (€/kg). 
 
  Fig. 5: Evolución de la producción comercial en Kg de la almeja babosa y de su 
precio (€/kg). Los datos proceden del Servicio de Estadística de la Consellería de Pesca e 
Asuntos Marítimos. 
 
  Para poder solventar estas variaciones de descarga en nuestros 
puertos y de esta forma conseguir el mantenimiento de los precios, se ha 
recurrido a la acuicultura. 
 
  La costa gallega goza de unas condiciones idóneas para la 
acuicultura gracias, entre otros factores, a la abundancia en fitoplancton, a 
la temperatura y a la salubridad de las aguas. 
 
  Ya desde finales de los años 70, esto permitió el desarrollo de una 
industria acuícola propia, diversificada y en crecimiento constante. Se trata 
de un sector con muchas posibilidades de crecimiento a nivel mundial. De 
hecho, la FAO señala que en el 2003 más de la mitad de los productos 
























 - 16 -  
  En el año 2003 la acuicultura gallega alcanzó una producción 
superior a las 258.000 t, dominando el mercado español y siendo uno de los 
principales suministradores de los mercados europeos. De esta producción, 
donde es destacable la del mejillón, la almeja babosa tiene una aportación 
de 128 t (Tabla III). 
 




Cantidad (kg.) Precio (€) 
Pulpo 10.240 60.472,94 
Almeja babosa 128.266 1.412.285,29 
Almeja fina 213.713 3.506.040,03 
Almeja japonesa 1.244.864 8.605.292,46 
Berberecho 996.915 3.334.940,61 
Mejillón 249.956.117 126.011.590,00 
Ostra plana 2.073.092 6.069.945,00 
Ostra rizada 127.000 177.750,00 
Rodaballo 3.141.182 27.307.694,64 
Salmón 50.000 150.000,00 
   
Total 257.941.389 176.636.010,97 
 
Fuente: Gestión de establecimientos de cultivos marinos y




 1.4.- Planes de explotación y métodos de pesca de V. pullastra 
en Galicia 
 
  Dado el interés que tiene para Galicia el aprovechamiento de sus 
recursos naturales, se unificaron y refundieron en un único texto legal las 
disposiciones existentes al respecto en la Ley 6/1993, del 11 de mayo, de 
Pesca de Galicia. 
 
  En base a esta Ley se dispone, a través del Decreto 423/1993 del 
17 de diciembre, que la extracción de marisco y recolección de algas 
estarán sujetas al Plan General de Explotación Marisquera. 
 
  Los Planes Generales de Explotación son un conjunto de normas y 
orientaciones, de carácter anual, destinadas a regular y programar dicha 
extracción y recolección que sólo podrá ser ejercida por personas y 
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la Consellería de Pesca, Marisqueo e Acuicultura, después de consultar con 
las entidades representativas del sector. 
 
  En estos Planes se integran: 
 
 Planes de explotación para autorizaciones marisqueras, elabo-
rados por sus entidades titulares y presentados en las delegaciones 
territoriales de la Consellería de Pesca, Marisqueo e Acuicultura ajustándose 
al siguiente esquema: Número de mariscadores y embarcaciones propues-
to; períodos y zonas de explotación; número de días previsto de la activi-
dad; normas de comercialización y vigilancia y tope de capturas por espe-
cies, por mariscador y por día. 
 Normas de explotación para zonas de libre marisqueo, elaboradas 
de oficio por la Consellería de Pesca, Marisqueo e Acuicultura después de 
consultar con los representantes del sector. En este caso, puede la Direc-
ción General de Marisqueo y Acuicultura, modificar las especies, períodos y 
zonas de extracción establecida en las normas. 
 Planes específicos de explotación para zonas de libre marisqueo, 
elaboradas por las cofradías o entidades asociativas del sector ajustándose 
a los plazos y esquema de los Planes de explotación. 
 
  Esta Ley de Pesca también define de una forma amplia la 
“acuicultura” como la actividad que, llevada a cabo por medios técnicos y 
científicos, se realiza para obtener y desarrollar especies marinas en sus 
fases de reproducción, desove, crecimiento, preengorde y engorde.  
 
  En las fases de preengorde y engorde podemos incluir otra forma de 
explotación marisquera: 
 
 Parques de cultivo, espacios situados en la zona marítima o 
marítimo-terrestre, dedicados especialmente a la almeja fina, babosa y 
japonesa y que precisan por lo menos, de uno de los siguientes títulos 
administrativos habilitados por la Consellería de Pesca, Marisqueo e Acuicul-
tura: la concesión o el permiso de actividad.  
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  El tamaño mínimo de comercialización de esta especie está en los 
3,8 cm y su extracción puede realizarse mediante rastros y raños de vara, 
desde pequeñas embarcaciones, o sachos y otras artes cuando el marisqueo 
es a pie. 
 
   
  Sacho 
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  1.5.- Interés comercial de la especie como fuente de ω-3 
 
  En la actualidad existe una gran preocupación por los contenidos en 
proteínas y grasas que nos aportan las dietas alimenticias y sobretodo, por 
los ácidos grasos poliinsaturados ω3 entre los que destacan el 20:5(n-3) 
(EPA) y el 22:6(n-3) (DHA). Esta preocupación ha llevado a realizar nume-
rosos estudios sobre las funciones de estos compuestos y a la valoración de 
los alimentos que los contienen. 
 
  Una de las razones del incremento del aprovechamiento de los 
moluscos en la alimentación, es su alto valor nutritivo ya que contienen: 
lípidos, carbohidratos y proteínas en cantidades adecuadas y de fácil 
digestión. Además son importantes las vitaminas (A, B, C y D) y minerales 
(calcio y hierro). 
 
  Por otro lado las especies marinas se caracterizan por acumular en 
sus tejidos cantidades relativamente importantes de ω3, estos ácidos grasos 
provienen mayoritariamente de su dieta. Su fuente primaria de ω3 la 
constituyen una gran diversidad de microorganismos e invertebrados que 
forman el fito y zooplancton marino.  
 
  En consecuencia peces y mariscos tales como: moluscos, crustáceos 
o cefalópodos, aportan a la dieta humana una gran variedad de ácidos 
grasos poliinsaturados ω3. 
 
  Dentro de los moluscos la almeja babosa presenta una composición 
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  Tabla IV: Valor nutritivo de la almeja babosa en 100 g de peso neto. 
 
Proteínas (g):  
Lípidos (g):  
Grasas saturadas (g):  
Grasas monoinsaturadas (g):  
Grasas poliinsaturadas (g):  
Colesterol (mg):  
Hidratos de carbono (g):  
Calcio (mg):  
Hierro (mg): 












  La calidad nutricional de los moluscos bivalvos, concretamente de la 
almeja babosa, hace que la demanda para su consumo en la alimentación 
humana sea alta y que vaya en aumento.  
 
  Para aumentar la producción no sólo llegaría con los controles 
legales establecidos, sería necesario su cultivo mediante la acuicultura para 
satisfacer las demandas del mercado. Su optimización, para la obtención de 
semilla de buena calidad, es el principal objetivo de este trabajo. 
 
 2.- CULTIVO EN CRIADERO  
  
  El cultivo de las almejas se originó en Japón, existiendo referencias 
de que en el siglo VIII se hacían trasvases de almejas de las áreas nativas a 
otras donde se desarrollaban rápidamente. Este cultivo prosperó, pero se 
siguen utilizando básicamente los mismos métodos que se aplicaban en el 
siglo XVIII que fue cuando se estableció formalmente su cultivo.    
 
  En Galicia se cultivan, fundamentalmente, tres especies de almejas: 
la almeja babosa (Venerupis pullastra), la almeja fina (Ruditapes 
decussatus) y almeja japónica (Ruditapes philippinarum). 
 
  El cultivo en criadero de larvas de bivalvos ha sido la línea de 
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espectacular a lo largo de los últimos cuarenta años. Los primeros trabajos 
se iniciaron en los laboratorios de Milford (EE.UU.) por el equipo dirigido por 
VL Loosanoff, en Conway (Reino Unido) y con los estudios de PR Walne. En 
general, desarrollaron métodos que potencian las condiciones naturales, sus 
trabajos esencialmente consistían en determinar los parámetros óptimos 
que favorecían el éxito del cultivo. 
 
  Estos trabajos, recopilados en dos publicaciones (Loosanoff y Davis, 
1963; Walne, 1966), obtuvieron resultados reproducibles que permitieron 
aplicar la tecnología al cultivo de especies de interés comercial y pasar de 
una escala experimental a un nivel industrial de producción en criaderos. 
  
  A pesar de que, desde entonces hasta la actualidad, se ha avanzado 
en el conocimiento de las condiciones que posibilitan el éxito en los cultivos, 
los criaderos comerciales de bivalvos se han encontrado con toda una serie 
de problemas de naturaleza patológica, ecofisiológica y genética entre 
otras.  
 
  Estos problemas provocan un cuello de botella que hay que resolver 
puesto que, hoy en día, los criaderos de moluscos intentan producir abun-
dante semilla de estas especies, lo que va a suponer una garantía de sumi-
nistro en cantidad y calidad que permitan al cultivador una correcta planifi-
cación de sus ciclos de producción. 
 
  Las principales etapas del cultivo de la almeja babosa se describen a 
continuación: 
 
 2.1.- Acondicionamiento de reproductores e inducción a la 
.puesta                  
 
  El acondicionamiento consiste en mantener a los progenitores en 
unas condiciones ambientales adecuadas dentro del criadero para conseguir  
adelantar la madurez sexual y ampliar los períodos de puesta de gametos. 
Las condiciones o factores ambientales más importantes sobre los que 
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generalmente se inciden son: la temperatura, la alimentación y el fotope-
ríodo.  
 
  La emisión de los gametos puede ser provocada por diversos 
procedimientos que engloban entre otros: choques físicos (la variación de la 
temperatura), la adición de gametos del sexo contrario y el uso de 
productos químicos como la serotonina (Le Pennec, 1981). No obstante, es 
importante resaltar que la efectividad de estas técnicas está relacionada con 
el grado de madurez sexual de los reproductores de manera que, son 
inoperantes en individuos sexualmente inmaduros.  
 
  Es necesario que los gametos tras su liberación, presenten las 
características estructurales y fisiológicas que les permitan ser aptos para la 
fecundación, como el estado de maduración de los ovocitos y movilidad de 
los espermatozoos.  
 
 No nos debemos olvidar de la gran importancia que tienen la 
selección genética de los reproductores y factores tales como la tasa de 
consanguinidad a la hora de evitar aberraciones cromosómicas y esterilidad 
en los individuos. Aún cuando se han realizado numerosos estudios y 
revisiones sobre el tema (Wilson, 1887; Loosanoff y Davis, 1963; Gruffyd y 
Beaumont, 1970; Bayne, 1976, Longo, 1983; Sprung y Bayne, 1984), es 
necesario profundizar más, sobre todo en aquellas especies con un marcado 
interés comercial.  
 
  2.2.- Cultivo larvario, metamorfosis y cultivo postlarvario 
 
  Desde los estudios de Loosanoff y Davis (1963) y de Walne (1966), 
muchas han sido las publicaciones acerca de la biología larvaria en bivalvos, 
especialmente en lo que se refiere a la alimentación y crecimiento. La 
mayor parte de ellas fueron recopiladas por varios autores (Bayne 1983; 
Gabbott, 1983) y dan informaciones sobre diferentes aspectos ecofisioló-
gicos (crecimiento, respiración, ingestión y digestión del alimento) y bio-
químicos (metabolismo energético, enzimas y ácidos grasos) del desarrollo 
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  Se ha constatado que las altas mortalidades se limitan 
principalmente a los estados perizigótico, larvario y postlarvario, por ello es  
importante que el control del desarrollo se ejerza principalmente sobre 
estos estados.  
 
  Los problemas que aparecen durante estos períodos están 
fundamentalmente relacionados con la nutrición. Es significativo, pues, con-
trolar no sólo la cantidad sino también la calidad del alimento suministrado. 
También se debe considerar que uno de los factores que más afecta a los 
cultivos larvarios es la proliferación bacteriana, causa de grandes mortan-
dades.  
 
  Tanto el control del alimento como de las condiciones del medio de 
cultivo van a afectar a la supervivencia y calidad de los desarrollos larva-
rios, lo que es importante a la hora de conseguir larvas aptas para superar 
la difícil etapa de la metamorfosis. 
   
  Esta tiene lugar al cabo de 13 a 20 días, según las condiciones de 
cultivo, cuando la larva veliger desarrolla un pie musculoso iniciando así la 
vida bentónica. Las almejas comienzan a reptar, pierden el velo que les ha 
servido para nadar y filtrar alimento y comienzan a desarrollar las branquias 
pasando así, al estado de postlarva. 
 
 2.3.- Preengorde y engorde 
 
  En este trabajo estas fases del cultivo no las tratamos pero es 
importante definirlas puesto que, de la calidad de las postlarvas obtenidas 
va a depender el éxito en el cultivo posterior. 
 
  La fase de preengorde tiene lugar desde que la semilla sale del 
criadero hasta que alcanza la talla de siembra en el sustrato (13-15 mm) y 
en este momento, comienza su engorde que finaliza cuando llega a la talla 
comercial (3,8 cm).  
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  Sin embargo, cuando las postlarvas en el criadero alcanzan una talla 
mínima de 1 o 2 mm, dado el consumo de fitoplancton que representan, 
deberían comenzar ya su preengorde en sistemas en el medio natural, 
donde pueden hacer uso del alimento presente en el agua. Para poder 
reducir esta talla mínima de inicio del preengorde en el medio natural, se 
están realizando estudios (Cerviño y col., 2005; García y col., 2005).  
 
  Hasta ahora experiencias realizadas por Abella y col., 2001, sobre 
preengorde y engorde de almeja babosa en la Ría de Arousa, han cons-
tatado que es posible alcanzar la talla de siembra tras dos meses de preen-
gorde partiendo de semilla de 10 mm que se prolonga hasta los tres o 
cuatro meses, si el tamaño inicial es de 5 mm.  
 
  En este trabajo también se estima que el período de engorde 
requerido para alcanzar la talla comercial (3,8 cm) sea de aproxima- 
damente 13-16 meses desde su siembra en los parques de cultivo, depen-
diendo de la talla media con que se inicie el proceso y de la época del año 
en que se desarrolle cada fase. 
 
  Para mejorar la etapa de preengorde, se están buscando otras 
alternativas como son, el uso del agua de efluente de piscifactorías obte-
niendo los primeros resultados (Guerra, comunicación personal). 
 
 2.4.- Alimentación 
 
  Durante el desarrollo larvario existe una primera fase lecitotrófica 
durante la cual los individuos en estado embrionario, viven a expensas de la 
utilización de las reservas vitelinas (período endotrófico que dura de 2-5 
días) seguida por una segunda fase exotrófica durante la cual, el 
fitoplancton es la principal fuente de su alimentación hasta la metamorfosis. 
El cambio nutricional entre las dos fases se efectúa progresivamente (fase 
mixotrófica) y en el cual, la larva comienza a alimentarse después de agotar 
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  2.4.1.- Alimento vivo: microalgas marinas 
 
  El fitoplancton son partículas orgánicas microscópicas, en general 
menores de 20 µm, que se encuentran suspendidas en el agua. Este tipo de 
partículas se puede dar en cantidades muy variables, desde menos de un 
millón por litro, que difícilmente pueden sostener población alguna de 
bivalvos, hasta 50 y 100 millones por litro, óptimas para el crecimiento de 
densos bancos. En las Rías Bajas, esta concentración puede variar entre 2 y 
25, dependiendo del lugar, la época del año, la marea y los distintos stocks 
de animales filtradores que viven de este alimento. Queda decir que, no 
todos los tipos de partículas orgánicas de este tamaño tienen el mismo 
valor nutritivo.  
 
  Gracias a las células epiteliales ciliadas y mucosas que recubren la 
branquia de los moluscos bivalvos, un complejo mecanismo de corrientes y 
contracorrientes en la cavidad paleal, lleva las partículas seleccionadas, 
embebidas en moco, hasta los palpos labiales y la boca.  
 
  En los cultivos, cuando se utilizan regímenes alimenticios 
monoespecíficos, el crecimiento de larvas y juveniles de bivalvos marinos es 
muy variable en función de las especies microalgales empleadas (Bayne, 
1965; Waldock y Nascimento, 1979; Nascimento, 1980; Enright y col., 
1986a; Laing y Millican, 1986; Delaunay, 1992). En general se observa que 
la mezcla de varias especies microalgales (regímenes alimenticios pluries-
pecíficos) tienen un efecto sinérgico sobre el crecimiento de las larvas de bi-
valvos  marinos (Epifanio, 1976) indicando esto que las deficiencias diferen-
tes según las especies microalgales utilizadas, son compensadas.  
  
  El origen de la variabilidad en la calidad nutricional de las microalgas 
debe encontrarse en su composición bioquímica, siempre que cumplan los 
requerimientos de ingestibilidad (limitados por el tamaño y la forma), diges-
tibilidad (en función de la capacidad de las larvas para romper sus estruc-
turas externas y asimilar sus componentes nutricionales) y no toxicidad 
(sustancias nocivas para las larvas). 
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  La composición global mayoritaria en diferentes microalgas o en 
microalgas idénticas pero modificadas por las condiciones de su cultivo, no 
ha podido relacionarse con las diferencias de crecimiento observadas en 
larvas de ciertas especies de bivalvos (Waldock y Nascimento, 1979; 
Epifanio, 1979; Chu y col., 1982; Webb y Chu, 1983; Enright y col., 
1986a). 
 
  La composición en compuestos esenciales (aminoácidos, ácidos 
grasos, vitaminas y oligoelementos) y no la cantidad total de proteínas, 
lípidos o glúcidos puede ser la responsable de las diferencias en cuanto al 
valor nutricional de las microalgas. 
 
  Los datos referidos a la composición en aminoácidos y azúcares 
(Brown, 1991) de un extenso número de microalgas muestran pequeñas 
diferencias que no pueden explicar los distintos resultados observados en el 
crecimiento larvario. 
 
  Sin embargo, en los datos de la composición en ácidos grasos de 
numerosas microalgas sí que se observa una gran variabilidad interes-
pecífica (Ackman y col., 1968; Ben-Amotz y col., 1987; Volkman y col., 
1989). Se puede resaltar dentro del grupo de las clorofíceas la deficiencia 
en ácidos grasos de más de tres dobles enlaces. En cuanto a ácidos grasos 
considerados esenciales en organismos marinos, las diatomeas son una 
fuente de ácido eicosapentaenoico [EPA, 20:5(n-3)] (Kates y Volcani, 
1966), mientras que el docosahexaenoico [DHA, 22:6(n-3)] abunda en los 
dinoflagelados (Harrington y col., 1970; Graeve, 1993). 
 
  También se ha observado una variabilidad intraespecífica afectada 
por las condiciones del cultivo referidas a la temperatura y a la intensidad 
luminosa (Mortensen y col., 1988; James y col., 1989; Sukenik y col., 
1989) o por la fase de crecimiento en que se encuentre el cultivo microalgal 
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  Estas diferencias se relacionaron con variaciones en el crecimiento 
de larvas y postlarvas de bivalvos. Así Enright y col. (1986b) constatan una 
relación entre una alimentación limitante en DHA con una disminución en el 
crecimiento de juveniles de ostra. Langdon y Waldock (1981), observan el 
mismo fenómeno al alimentar juveniles de Crassostrea gigas (ostra del pa-
cífico) con Dunaliella tertiolecta (clorofícea), este descenso de crecimiento 
se invertía con dietas suplementadas en DHA, o con extractos lipídicos ricos 
en EPA y DHA. 
 
  A partir de aquí, se han realizado numerosos trabajos sobre los 
cultivos larvarios de diferentes especies de bivalvos de interés en la 
acuicultura (mejillón, vieira, ostión, almeja japonesa, ostra plana, ostra 
americana y ostra del pacífico) haciendo especial hincapié en la evolución 
de los cultivos larvarios en función de la calidad del alimento microalgal y 
en especial del aporte de EPA y DHA, considerados esenciales para su 
crecimiento (Waldock y Holland, 1984; Albentosa y col., 1994, 1996b; 
Delaunay, 1992; Soudant, 1995). 
 
   En el cultivo de bivalvos marinos se han seleccionado, por sus 
óptimos resultados referidos a la facilidad de cultivo, a la densidad de 
cultivo, así como a la calidad nutricional en componentes bioquímicos 
mayoritarios (proteínas, lípidos y glúcidos) como minoritarios (ácidos grasos 
esenciales), las diferentes microalgas que van a tener la siguiente 
clasificación taxonómica (De Pauw y Persoone, 1988): 
 
  1.- CLASE BACILLARIOPHYCEAE (DIATOMEAS): Chaetoceros 
calcitrans, Chaetoceros  gracilis, Skeletonema costatum. 
  2.- CLASE HAPTOPHYCEAE: Isochrysis galbana 
  3.- CLASE CHRYSOPHYCEAE: Monochrysis (Paulova lutheri) 
  4.- CLASE PRASINOPHYCEAE: Tetraselmis suecica 
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  2.4.2- Alimento artificial: microencapsulación  
 
  En consecuencia, el cultivo masivo de bivalvos marinos depende de 
la producción a gran escala de algas unicelulares (Coutteau y Sorgeloos, 
1992), siendo un factor limitante en una hatchery comercial por la gran 
cantidad de biomasa microalgal que se requiere (Manzi y Castagna, 1989). 
 
  Además no solo es importante para los cultivos larvarios la 
disposición de las microalgas sino también su calidad nutritiva, es decir, 
dada su distinta composición bioquímica, dependiendo del tipo de especie 
empleada y de su técnica de cultivo, va a influir en la calidad del alimento 
aportado. 
 
  Deben, por consiguiente, aportar proteínas, soporte básico del 
crecimiento, así como combustibles energéticos (azúcares y grasas) y 
componentes esenciales (ácidos grasos esenciales), vitaminas y sales 
minerales. 
 
  Dentro de los lípidos, los ácidos grasos van a jugar un papel 
fundamental en los cultivos larvarios, al ser fuente de energía en períodos 
de ayuno (durante las etapas lecitrotrófica y de metamorfosis), así como 
fuente de sillares estructurales para la construcción de sus biomembranas 
(constituidas por fosfolípidos y colesterol).  
 
  En estos fosfolípidos (principalmente fosfoacilgliceroles y esfingo-
lípidos) abundan ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs) de la serie ω3. 
Dentro de estos, los altamente insaturados (HUFAs), tales como el EPA y el 
DHA, se consideran esenciales y por lo tanto deben de ser incorporados a 
las dietas de peces marinos (Ibeas y col., 1994), crustáceos (Castell, 1983) 
y moluscos (Chu y Greaves, 1991). 
 
  Esto ha llevado a que una gran cantidad de autores empleen la 
alimentación artificial como suplemento o complemento de la alimentación 
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 Microcápsulas con cubierta lipídica que engloben compuestos 
hidrofílicos (Langdon y Siegfried, 1984) 
 Microcápsulas con cubierta de gelatina-acacia que rodean 
gotículas lipídicas (Langdon y Waldock, 1981; Rodríguez y col., 1992; 
Southgate y Lou, 1995) 
 Microesferas lipídicas (Robinson, 1992a, 1992b) 
 Liposomas (Parker y Selivonchick, 1986) 
 Emulsiones lipídicas (Caers y col., 1998, 1999) 
 
  Las GAM (microcápsulas de gelatina-acacia) son las preferen-
temente empleadas en la administración de lípidos en estudios nutricionales 
con bivalvos marinos (Chu y col., 1982, 1987; Southgate, 1988; Numaguchi 
y Nell, 1991; Knauer y Southgate, 1997a, 1997b; Nóvoa y col., 2002), al 
conseguir reproducir tamaños de partículas similares a los de las microalgas 
(2-20 μm). 
  
  Su interés es amplio y aparte de su uso como complemento nutri-
cional, se pueden emplear como herramientas de trabajo en estudios de 
asimilación incluyendo en ellas, fosfolípidos o ácidos grasos marcados para 
observar cuáles son los compartimientos tisulares en los que se distri-
buyen. 
 
 3.- IMPORTANCIA DE LA COMPOSICIÓN EN ÁCIDOS GRASOS 
DE LOS MOLUSCOS BIVALVOS  
 
  La gran mayoría de los estudios realizados en cultivos larvarios de 
bivalvos marinos, se enfocaron al comportamiento del desarrollo larvario en 
función de la dieta microalgal o suplementada con lípidos ricos en ω3. Los 
estudios se centraron inicialmente en el análisis de la composición en ácidos 
grasos totales de las larvas, posteriormente se diferenciaron las fracciones 
de ácidos grasos polares y neutros y en los últimos tiempos se analizan los 
ácidos grasos de las familias de lípidos polares fundamentalmente y 
neutros. Paralelamente se comienzan a estudiar los perfiles en esteroles. 
 
 - 30 -  
  En estos estudios se intenta comprobar la esencialidad del EPA y el 
DHA, analizando la evolución del cultivo con su aporte. 
 
  Por todo ello y por ser fuente energética y aportar sillares 
estructurales en las distintas etapas de la vida larvaria, vamos a desarrollar 
un apartado dedicado a los lípidos incluyendo algunos conocimientos gene-
rales. 
 
 3.1.- Los lípidos  
 
  3.1.1.- Definición, clasificación y funciones 
 
  No existe ninguna definición exacta del término lípido. En su sentido 
más amplio, "lípido" define sustancias como los aceites, las grasas y las 
ceras que se pueden caracterizar por una serie de propiedades comunes 
como son: 
    
• Están presentes en animales y plantas (vivos o fosilizados) 
• Son insolubles o inmiscibles en agua 
• Son solubles en solventes orgánicos tales como cloroformo, éter, 
benceno y acetona 
• Contienen carbono, hidrógeno y también oxígeno, fósforo, nitróge- 
no y azufre 
  
  Actualmente el término se restringe frecuentemente a los ácidos 
grasos, sus derivados naturales (ésteres o amidas) y compuestos biosin-
téticamente relacionados (Christie, 1982). 
 
  Los lípidos son por excelencia moléculas biológicas multifuncionales, 
utilizadas tanto como elementos estructurales de membrana (fosfolípidos y 
esteroles), conectores que permiten la inserción en membrana de ciertas 
proteínas; o como metabolitos particularmente ricos en energía (cuando se 
trata de ácidos grasos o de triacilgliceroles). También son los precursores 
inmediatos de un gran número de mensajeros intra y extracelulares (eico-
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  Según Christie (1982), los lípidos pueden clasificarse por su 
composición química y estructural en: simples o neutros y complejos o 
polares. 
 
  Los lípidos simples están constituidos por uno o dos tipos de 
compuestos generalmente neutros (con la excepción de los ácidos grasos 
libres que se incluyen en este grupo), diferenciando los siguientes: 
• Acilgliceroles: Triacilgliceroles (también llamados triglicéridos) y 
sus derivados Di y Mono, contienen una molécula de glicerol a la que se 
unen 3, 2 o 1 ácidos grasos mediante enlaces éster. Los triglicéridos son los 
componentes mayoritarios de casi todas las grasas y aceites comercial-
mente importantes de origen animal o vegetal. Los diacilgliceroles aparte de 
ser productos del metabolismo de los triglicéridos, pueden tener una función 
en numerosos procesos celulares como segundos mensajeros formados a 
partir del fosfatidilinositol. Los monoacilgliceroles mayoritariamente son los 
productos finales de la digestión intestinal de las grasas en animales. 
• Alquildiacilgliceroles y alquenildiacilgliceroles: Análogos a 
los triglicéridos pero con un enlace éter en el carbono 1 de tipo alquílico 
(glicerol-O-grupo alquílico) ó vinílico (glicerol-O-CH=CH-grupo alquílico), 
pudiendo ser los primeros una forma de reserva lipídica mayoritaria en 
animales marinos. A los segundos se les conoce también como plasmalóge-
nos neutros. 
• Esteroles: Moléculas con un sistema anular tetracíclico con un 
grupo hidroxilo en posición 2 que puede encontrarse esterificado dando 
lugar a los éster derivados. El colesterol libre se encuentra en membranas 
celulares regulando la fluidez de las mismas. Su forma esterificada con 
ácidos grasos parece tener un papel de transporte y/o almacenamiento.   
• Ésteres de ceras: Moléculas neutras constituidas por la unión 
mediante un enlace éster de una cadena carbonada larga de un alcohol 
primario con una cadena larga de un ácido graso. Son las formas de 
almacenamiento lipídico mayoritarias en especies marinas de latitudes altas. 
• Tocoferoles: Benzopiranoles metil sustituidos que aparecen en 
aceites vegetales. La vitamina E, o α-tocoferol es un potente antioxidante 
natural. 
• Ácidos grasos libres 
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  Los lípidos complejos o polares contienen a menudo tres o más 
identidades químicas, alguna de las cuales les confiere características 
polares. Se diferencian tres grupos principales: 
 
• Fosfoglicéridos: También llamados glicerofosfolípidos o fosfoacil-
gliceroles. Tienen una estructura similar a un acilglicerol, diferenciándose en 
que en posición 3 del glicerol,  se une una cabeza polar mediante un grupo 
fosfato con un enlace fosfodiéster. La estructura básica es el ácido 
fosfatídico (glicerol, ácidos grasos y grupo fosfato). Las moléculas que 
forman la cabeza polar: colina, etanolamina, serina, inositol y glicerol, dan 
sus nombres a los diferentes fosfoglicéridos (p. ej. fosfatidilcolina). Son uno 
de los tres componentes mayoritarios de las membranas, junto con el 
colesterol libre y los fosfoesfingolípidos. 
• Plasmalógenos polares: Presentan en posición 1 del glicerol un 
enlace éter de tipo alquílico (p. ej. plasmanil de fosfatidiletanolamina) o de 
tipo vinílico (p. ej. plasmenil de fosfatidiletanolamina). Se encuentran en 
fosfolípidos de membrana de especies animales y microbianas. 
• Glicerolípidos: También llamados glicolípidos, son diacilgliceroles 
que en posición 3 del glicerol se unen a una o más moléculas glucídicas 
(glucosa, galactosa) mediante enlace glucosídico. También son componen-
tes de membrana, predominando en las de tejidos fotosintéticos de vege-
tales, siendo minoritarios en animales. 
• Esfingolípidos: Su estructura base está formada por una cadena 
alifática larga aminada, conteniendo 2 o 3 grupos hidroxilo y a menudo un 
doble enlace “trans” en posición 4. La esfingosina es la estructura base de 
los esfingolípidos. El ensamblamiento de un ácido graso al grupo amino 
mediante un enlace amida da lugar a las ceramidas. La unión de un grupo 
fosfato mediante un enlace fosfoéster al grupo hidroxilo en posición 1, da 
lugar a los distintos fosfoesfingolípidos o fosfoceramidas, en función de la 
cabeza polar que se una a su vez al grupo fosfato mediante otro enlace 
fosfoéster (p. ej. cabeza polar colina da lugar a la esfingomielina).  Si en 
vez del grupo fosfato, se unen una o varias moléculas glucídicas mediante 
enlace glucosídico al grupo hidroxilo en posición 1, obtenemos los distintos 
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diosilceramidas; oligosilceramidas; gangliósidos: oligosilceramidas con ácido 
siálico; sufoglicoesfingolípidos o sulfátidos, grupo sulfato unido al azúcar. 
 
  Se puede hacer otra clasificación de los lípidos de acuerdo a su 
función fisiológica, dividiéndolos en lípidos de reserva (triacilgliceroles 
fundamentalmente) y lípidos estructurales (siendo los mayoritarios los 
fosfoglicéridos, los esfingolípidos y el colesterol libre). 
 
 3.2.- Los ácidos grasos 
 
  3.2.1.- Definición, nomenclatura y clasificación  
 
  Constituyente primario de la mayoría de los lípidos cuya estructura 
es una cadena alifática con un grupo funcional carboxilo. Los ácidos grasos 
se clasifican en función de la cadena carbonada, diferenciándose los ácidos 
grasos saturados, los monoinsaturados con un doble enlace y los 
poliinsaturados con dos o más dobles enlaces. Los dobles enlaces suelen 
tener configuración “cis” y encontrarse conjugados dentro de la cadena y 
frecuentemente separados por un grupo metileno, –CH2-. 
 
  Los ácidos grasos lineales son los más abundantes tanto en el reino 
animal como vegetal, también podemos encontrar ácidos grasos ramificados 
en cantidades apreciables en animales marinos y bacterias. En bivalvos 
aparecen ácidos grasos con ramificaciones terminales “iso” y “anteiso”, 
pudiendo tener la función de incrementar la fluidez de las membranas y 
siendo una alternativa a los dobles enlaces. 
 
                CH3 
 
                CH             CH2                CH2                  CH2                 CH2                CH2                  CH2           
        H3C
16
             H2C                 CH2                 CH2                 CH2                 CH2                 CH2                 
1C=O               
                                                                                                                                                 OH 
iso 16:0 
                 
                CH2            CH2                CH2                  CH2                 CH2                CH2                  CH2           
        H3C
16
              HC                 CH2                 CH2                 CH2                 CH2                 CH2                 
1C=O               
                                                                                                                                                  OH 




 - 34 -  
  Los ácidos grasos pueden nombrarse de 4 formas: 
 
• Nombre trivial: p. ej. ácido araquidónico (arachidonic acid) 
• Nombre reconocido por la IUPAC (Internacional Union of Pure 
and Applied Chemistry): ácido 5,8,11,14-eicosatetraenoico (cis,cis,cis,cis-
5,8,11,14-eicosatetraenoic acid) 
• Nombre abreviado haciendo referencia al grupo carboxilo 
terminal: 20:4 Δ5,8,11,14 
• Nombre abreviado haciendo referencia al grupo metilo 
terminal: 20:4(n-6) 
 
  En nuestro trabajo, los ácidos grasos se identifican por la fórmula 
C:X(n-Y), donde C hace referencia al número de átomos de carbono, X 
informa acerca del número de dobles enlaces e Y, indica la posición del 
carbono del primer doble enlace contado a partir del grupo metilo terminal. 
Así para el ácido araquidónico se emplea la nomenclatura 20:4(n-6).  
 
   1CH3          CH2        CH2             CH2             CH2           CH2            CH2         CH2           
             CH2         CH2     
  CH     CH     CH    CH    CH    CH    CH     CH        CH2         C=O               
                                                                                                                   OH 
  Se distinguen tres familias: 
 
• Ácidos grasos saturados, AGSA o SAFAs. Aquellos que no 
presentan dobles enlaces (p. ej. 18:0 o ácido esteárico) 
• Ácidos grasos monoinsaturados, AGMI o MUFAs. Ácidos grasos 
con un solo enlace (p. ej. 18:1(n-9) o ácido oleico) 
• Ácidos grasos poliinsaturados, AGPI o PUFAs. Aquellos con dos 
o más dobles enlaces (p. ej. 18:2(n-6) o ácido linoleico) 
 
  Dentro de estos últimos vamos a distinguir los HUFAs o ácidos 
grasos altamente insaturados, que se corresponden con aquellos ácidos de 
cadena larga (≥20 átomos de carbono) y con más de tres dobles enlaces. 
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• Ácido araquidónico (ARA) o 20:4(n-6) 
• Ácido eicosapentaenoico (EPA) o 20:5(n-3) 
• Ácido docosahexaenoico (DHA) o 22:6(n-3) 
 
  También se hace referencia a los ácidos grasos esenciales (EFAs), 
entendiendo como tales aquellos que no pueden ser biosintetizados por los 
organismos, debiéndose aportar en la dieta. 
 
  Así, en el reino animal, los animales superiores carecen de enzimas 
que puedan introducir dobles enlaces mas allá del carbono 12 (Δ12 y Δ15-
desaturasas), siendo esenciales el ácido linoleico, 18:2 Δ9,12 o 18:2(n-6) y 
el ácido linolénico, 18:3 Δ9,12,15 o 18:3(n-3) (Mazliak, 1980; Pohl, 1983; 
Stumpf 1983). 
 
  En peces, crustáceos y moluscos se consideran también esenciales 
el ARA, EPA y DHA al creerse que estos organismos carecen de la 
maquinaria enzimática que los pueda biosintetizar (Ibeas y col., 1994; 
Castell, 1983; Chu y Greaves, 1991). 
 
  3.2.2.- Metabolismo de los ácidos grasos en bivalvos marinos
  
  En general los ácidos grasos, aparte de obtenerse a partir de la 
dieta, pueden ser biosintetizados en el citosol de tejidos especializados 
como el hepático y el adiposo en animales superiores o sus equivalentes en 
bivalvos marinos (hepatopáncreas). 
 
  3.2.2.1.-Biosíntesis de ácidos grasos 
 
  En el citosol de estas células, el acetil-CoA proveniente de diferentes 
orígenes, se transforma en malonil-CoA por la acción de la acetil-CoA 
carboxilasa o ACC, enzima limitante y sometida a regulación hormonal y por 
diferentes metabolitos. 
 
  Una molécula de ácido palmítico (16:0) se forma por la 
condensación de una molécula de acetil-CoA y 7 de malonil-CoA, siendo 
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catalizado el proceso por un complejo multienzimático denominado ácido 
graso sintetasa o AGS (fatty acid synthetase, FAS). 
 
  Un aumento en la actividad ACC (acetil-CoA carboxilasa, transfor-
mando el acetil-CoA en malonil-CoA) y en la actividad FAS (complejo 
multienzimático ácido graso sintetasa), se pone en evidencia en el manto de 
Mytilus edulis durante la vitelogénesis (Kluytmans y col., 1985).  
 
  En mamíferos, el ayuno y regímenes ricos en glúcidos disminuyen y 
aumentan respectivamente la expresión del gen FAS (Laux y Schwiezer, 
1990). Por otro lado, la expresión del gen FAS en mamíferos, puede 
suprimirse por dietas ricas en PUFAs (n-3) (Moon y col., 2002). 
 
  El ácido palmítico es el precursor de otros ácidos grasos por 
mecanismos de elongación (incorporación de un par de carbonos a partir del 
grupo carboxílico), que ocurren en las mitocondrias y por mecanismos de 
desaturación (formación de dobles enlaces por procesos de oxidación), que 
suceden en el retículo endoplasmático. Las enzimas implicadas en estos 
procesos se llaman elongasas y desaturasas. 
 
 Por lo tanto, podemos hablar de las siguientes rutas o actividades 
biosintéticas: 
 
 Actividad Δ9D: series omega-7 y omega-9 
 
  El ácido palmitoleico 16:1(n-7) y el ácido oleico 18:1(n-9) son los 
ácidos grasos precursores de las series ω7 y ω9, por la acción de la Δ9-
desaturasa (Δ9D) sobre el 16:0 y 18:0, respectivamente. 
 
  La estearoil-CoA desaturasa (SCD) es la enzima responsable de 
dicha actividad, siendo una enzima reguladora que juega un papel 
importante en el metabolismo e interviene en la síntesis de los MUFAs 
activados: palmitoleil-CoA y oleil-CoA, a partir del palmitoil-CoA y del 
estearoil-CoA. Estos MUFAs son sustratos mayoritarios en la síntesis de 
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colesterol y ésteres de ceras. Así el 18:1(n-9) es el sustrato de referencia 
para la acil-CoA (colesterol aciltransferasa, ACAT) y para la diacilglicerol 
aciltransferasa (DGAT), enzimas responsables de la síntesis de ésteres de 
colesterol y triglicéridos, respectivamente.  
 
  Para la SCD se clonaron genes de diferentes especies incluyendo 
levaduras (Stukey y col., 1990), el gusano Chaenorabdytis elegans (Watts y 
col., 2000), oveja (Ward y col., 1997), hámster (Ideta y col., 1998), rata 
(Mihara, 1990), ratones (Zheng y col., 2001; Kaestner y col., 1989; Ntambi 
y col., 1988) y humanos (Zhang y col., 1999; Zhang y col., 2001).  
 
  Se identificaron diferentes isoformas de la SCD, así en ratón se 
conocen tres: SCD1, SCD2 y SCD3 (Zheng y col., 2001; Kaestner y col., 
1989; Ntambi y col., 1988). En humanos sólo se ha caracterizado e identi-
ficado una única funcional SCD gen en el cromosoma 10.  
 
  En condiciones nutricionales normales se encuentra altamente 
expresado el RNAm de la SCD1 en tejido adiposo blanco y marrón. El 
hígado sufre una sobreexpresión en respuesta a dietas ricas en 
carbohidratos (Ntambi, 1992). La SCD2 se expresa predominantemente en 
el cerebro y es inducida progresivamente durante el período de 
mielinización neonatal (DeWille y col., 1992a; Garbay y col., 1998; DeWille 
y col., 1992b). El RNAm de la SCD2 se expresa en menor medida en: riñón, 
bazo, corazón y pulmón, siendo inducida en respuesta a dietas ricas en 
carbohidratos (Zheng y col., 2001; Kaestner y col., 1989; Kim y col., 1999). 
 
  No existen datos de la actividad SCD en bivalvos marinos, pero la 
presencia de palmitoleato y oleato, tanto en lípidos polares como en 
neutros, induce a pensar en un papel activo tanto en la síntesis de lípidos 
de membrana como en lípidos de reserva. En consecuencia, viendo la 
posible regulación de la SCD por factores dietarios, como parece indicar el 
efecto inhibidor de los PUFAs, se puede pensar en un efecto negativo de las 
dietas microalgales con un exceso en el aporte de PUFAs de la serie (n-3) 
en el crecimiento de las larvas.     
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  En la Figura 6 se muestra el papel de la SCD1 en la síntesis de 
lípidos y su regulación por factores alimentarios. 
 
  Fig. 6: Papel de la estearoil-CoA desaturasa (SCD1) en la síntesis de lípidos, 
regulación por factores alimentarios: aumenta con dietas ricas en carbohidratos, glucosa, 
fructosa, vitamina A y D y colesterol, disminuye con dietas ricas en PUFAs (n-3) y (n-6). LCE 
(Elongasa de Cadena Larga). 
 
  Actividad Δ12D: serie omega-6 
 
  El sustrato es el ácido oleico dando lugar al 18:2(n-6) a su vez 
precursor de todos los ácidos grasos de la serie ω6, mediante la ruta 
metabólica ω6Δ6. 
 
          Δ6D   elong.      Δ5D 
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  Actividad Δ15D: serie omega-3 
 
  El sustrato es el ácido linoleico dando lugar al ácido linolénico 
18:3(n-3) a su vez precursor de todos los ácidos grasos de la serie ω3, 
mediante la ruta metabólica ω3Δ6. 
 
          Δ6D  elong.               Δ5D 
   18:3(n-3)     18:4(n-3)        20:4(n-3)     20:5(n-3) o EPA 
 
  Tanto el 18:2(n-6) precursor de la serie ω6, como el 18:3(n-3), 
precursor de la serie ω3, no se pueden biosintetizar al carecer los animales 
de la maquinaria enzimática necesaria para la introducción de dobles 
enlaces mas allá del carbono 9, contado a partir de su extremo carboxílico 
(actividades enzimáticas Δ12 y Δ15 desaturasas). Estas actividades sólo las 
presentan los vegetales (Mazliak, 1980; Pohl, 1983; Stumpf, 1983) y por 
ello a estos ácidos grasos en animales se les denominan EFAs (ácidos gra-
sos esenciales).  
 
 Ambos son los precursores de los PUFAs y HUFAs de las series ω6 y 
ω3, siendo su aporte imprescindible para los procesos lipogénicos en los que 
se requiera la biosíntesis de ácidos grasos de ambas series. 
 
 Estas rutas junto con la ruta metabólica ω9Δ6 implican a la Δ6D y Δ5D 
que, con la elongasa (elong.), dan lugar a los HUFAs, mayoritarios en las 
dos series (EPA y DHA en la ω3, ARA y 22:5(n-6) en la ω6). 
 
  En la Figura 7 se muestran de forma esquemática el funcionamiento 
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  Fig. 7: Representación de las reacciones de elongación y desaturación que tienen 
lugar en las mitocondrias y peroxisomas para la síntesis de los ácidos grasos de cadena larga 
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  Las desaturasas tienen una especificidad decreciente por los meta-
bolitos de la ruta en el sentido (n-3)>(n-6)>(n-9) (Stubbs y Smith, 1984; 
Tocher y Dick, 1990). 
 
  De ahí que el metabolito 20:3(n-9) aumente en humanos cuando el 
organismo presente una limitación en el aporte de los ácidos grasos 
esenciales (linolénico y/o linoleico), al activarse la ruta metabólica ω9Δ6.  
 
  La transformación de EPA en DHA en la serie omega-3 y su 
equivalente en la serie omega-6, ARA en 22:5(n-6), está sujeta a discusión. 
 
  Unos autores proponen otro ciclo de elongación-desaturación, 
implicando a la Δ4D y que representaría la vía de las desaturaciones-
elongaciones alternativas que requieren actividades Δ6, Δ5 y Δ4-desatu-
rasas propuestas por Brenner (1971).  
  
  Otros autores se inclinan por la vía Sprecher, propuesta por Voss y 
col. (1991) y que conllevaría la biotransformación de EPA en DHA, emplean 
las siguientes etapas: 
 
  1.-Mitocondria 
 
           elongasa        elongasa 
   20:5(n-3)          22:5(n-3)         24:5(n-3) 
 
  2.-Retículo endoplasmático 
 
                   Δ6 desaturasa 
   24:5(n-3)    24:6(n-3) 
 
  3.-Peroxisoma 
 
           β-oxidación 
   24:6(n-3)    22:6(n-3) 
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  La β-oxidación peroxisomal observada en hepatocitos de rata, tiene 
lugar por la acción de tres enzimas que presentan, a su vez, formas iso-
enzimáticas (acil CoA oxidasa, una proteína bifuncional y la 3-cetoacil-CoA 
tiolasa), (Reddy y Hashimoto, 2001). 
 
  La bibliografía indica que la mayoría de especies de animales 
marinos, son incapaces o muy poco capaces de bioconvertir el ácido lino-
leico y linolénico procedentes de la alimentación, tanto si se trata de peces 
(Owen y col., 1975; Tocher y col., 1998), como de crustáceos (Kanazawa y 
col., 1979a) o de moluscos (De Moreno y col., 1976; Waldock y Holland, 
1984). 
 
  Esta esencialidad, se entiende en términos de la escasa o nula capa-
cidad de bioconversión de sus posibles precursores mediante la maquinaria 
enzimática propia del organismo marino. Hay datos de actividad Δ6D en el 
bivalvo marino Mesodesma mactroides (De Moreno y col., 1976). Por otro 
lado, sólo existen referencias de actividad Δ5D en la formación de ácidos 
grasos con dobles enlaces no metilen interrumpidos (NMI) (Zhukova, 1986; 
Zhukova, 1991), en las familias de Mytílidos y Ostreidos, apareciendo en 
trazas en Pectínidos (Waldock y Nascimento, 1979; Joseph, 1982; Whyte, 
1988; Zhukova, 1986; Zhukova, 1991 y Marty y col., 1992). Con respecto a 
la supuesta actividad Δ4D, no se ha observado en mamíferos ni en bivalvos 
marinos, aunque sí ha sido identificada en Thraustochytrium sp., un 
microheterótrofo marino taxonómicamente ubicado dentro de las microalgas 
(Qiu y col., 2001). 
     
  La consecuencia es que PUFAs de 20-22 átomos de carbono y con 
más de tres dobles enlaces, son verdaderos EFAs para la supervivencia, 
crecimiento y reproducción de estos bivalvos marinos (Cowey y col., 1976; 
Kanazawa y col., 1979b; Trider y Castell, 1980; Langdon y Waldock, 1981; 
Uki y col., 1986), gastándolos de sus reservas neutras para emplearlos 
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  Actividad ω3 desaturasa 
 
  Por último, la actividad ω3 desaturasa permite transformar ácidos 
grasos de la serie omega-6 en ácidos grasos de la serie omega-3, 
introduciendo un doble enlace entre el tercer y cuarto carbono, contados a 
partir del extremo metilo terminal. Esta actividad es inexistente en 
vertebrados, aunque se encuentra en un rango amplio de organismos 
(cianobacterias, plantas superiores y nematodos) (Nakamura y Nara, 2004). 
 
  No existen datos en bivalvos marinos que indiquen la posibilidad de 
biotransformación entre las series de ácidos ω9, ω6 y ω3 y por lo tanto de la 
existencia de una actividad ω3 desaturasa.  
 
  3.2.2.2.- β-oxidación de ácidos grasos 
 
  Los ácidos grasos atraviesan la membrana mitocondrial interna 
empleando a la carnitina como transportador específico, requiriéndose la 
carnitina aciltransferasa I y II, y de esta manera se regula la entrada en la 
mitocondria de los acil-CoA, combustibles de la β-oxidación. 
 
  La β-oxidación consiste en una hidrólisis secuencial de dos unidades 
carbonadas, mediante tres etapas: oxidación-hidratación-oxidación y 
posterior ruptura tiolítica interviniendo el CoA y produciéndose, por ciclo de 
β-oxidación, una molécula de acetil-CoA. Para el caso de ácidos grasos 
insaturados se requieren una isomerasa y una epimerasa suplementarias. 
 
  Los procesos de β-oxidación están estrictamente regulados por las 
necesidades energéticas, aunque también se observa una reactividad de la 
carnitina aciltransferasa para los ácidos grasos de cadena larga decreciendo 
en el sentido: 18:3(n-3)>18:2(n-6)>20:5(n-3)=16:0>20:4(n-3)>18:1(n-
9)>22:6(n-3) (Gavino y Gavino, 1991). 
 
  Así en mamíferos se ha observado que el EPA se β-oxida con más 
rapidez que el DHA (Hertzberg y col., 1992; Hodge y col., 1993). En mo-
luscos, concretamente en larvas de Pecten maximus y en sus reservas 
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neutras, la velocidad de desaparición del 18:4(n-3) y el EPA es superior a la 
del DHA (Delaunay, 1992). 
 
  Efectos similares se observaron en el desarrollo larvario de 
Crassosdoma gigantea, con un alto catabolismo del EPA, mientras que los 
niveles de DHA se mantenían constantes (Whyte y col., 1990b). 
 
  Estos datos sugieren que ciertos AGPI, como el EPA, podrían tener 
un papel energético más importante que otros en ciertas condiciones, tales 
como en estados de ayuno o de alta demanda energética, como ocurre 
durante el desarrollo larvario de bivalvos (Soudant, 1995). 
 
  Los datos aportados por Valenzuela (2004), indican que durante la 
ovogénesis en Crassostrea gigas, se incrementa fuertemente en lípidos 
polares el contenido en fosfatidilcolina, siendo el 20:5(n-3) el ácido graso 
que en mayor grado se incorpora a su estructura.  
 
  Así los organismos utilizarán este combustible secundario, en casos 
de fuerte demanda de energía para satisfacer los procesos de biosíntesis de 
membranas y por lo tanto de crecimiento (característicos de etapas en las 
que existe una limitación en las reservas energéticas como ocurre en el 
período lecitotrófico). 
 
  El uso de 20:5(n-3) como combustible secundario será más evidente 
en aquellos organismos que almacenen menos reservas energéticas en sus 
lípidos de reserva (combustible primario). 
 
  También se observará, en mayor grado, durante períodos de ayuno, 
cuando no existe aporte externo de nutrientes que proporcionen la energía 
suficiente para el mantenimiento de las necesidades fisiológicas mínimas del 
organismo. 
 
  Por último cabe resaltar una β-oxidación peroxisomal en hepatocitos 
de rata (Voss y col., 1991), implicando a ácidos grasos de 24 carbonos y 
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referidos a la vía de Sprecher anteriormente comentada, parecen sugerir 
que esta β-oxidación peroxisomal está implicada más bien en procesos 
biosintéticos (síntesis del DHA a partir de EPA), que en procesos de 
obtención de energía (β-oxidación mitocondrial). 
 
 4.- PLAN DE TRABAJO Y JUSTIFICACIÓN 
  
 4.1.- Plan de trabajo 
 
  A la vista de lo anteriormente expuesto se planteó el seguimiento de 
cuatro desarrollos larvarios que por los resultados obtenidos, representarán 
dos desarrollos buenos y dos desarrollos malos. 
 
  Se analizan en dichos cultivos los ácidos grasos correspondientes a 
los lípidos polares al reflejar éstos la composición de los fosfoacilgliceroles, 
componentes mayoritarios de los lípidos de membrana y por lo tanto, 
indicadores de un activo metabolismo lipogénico, habitual en la formación 
de biomembranas durante los procesos de crecimiento y diferenciación 
celular, característicos en los desarrollos embrionario y larvario. 
 
  También se analizan los ácidos grasos correspondientes a los lípidos 
neutros al reflejar la composición de los triacilgliceroles, constituyentes 
mayoritarios de los lípidos de reserva y por lo tanto ser indicadores del 
estado nutricional del organismo, así como de la alimentación dada. 
 
  Estos estudios se realizan en diferentes fases de los cultivos 
larvarios para poder observar la calidad ovocitaria y las demandas 
nutricionales (déficit o excesos en las dietas microalgales aportadas durante 
el desarrollo larvario y postlarvario). 
 
  Las fases objeto de este estudio se diferenciaron en función de los 
estadíos de vida larvaria. Según sus dependencias nutricionales dichos 
estadíos se van a corresponder con la siguiente clasificación: 
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• 1.- Estadío lecitotrófico:  
 
  Corresponde al paso de ovocito recién fecundado hasta la obtención 
de la larva D.  
  
  Tanto las demandas de energía para los procesos biosintéticos, 
como las demandas de sillares estructurales para la construcción de 
biomoléculas, son satisfechas por las reservas vitelinas almacenadas en el 
huevo que a su vez dependen, de las reservas acumuladas por sus proge-
nitores. 
   
  Aunque la mayoría de los bivalvos marinos pasan por diferentes 
estados de diferenciación celular llegando a ser morfológicamente muy dife-
rentes en su estado adulto, presentan dos etapas muy similares: el desa-
rrollo embrionario y la formación de la larva D. Esto lleva a que sea muy 
difícil de diferenciar una larva D en las distintas especies de bivalvos como 
es el caso de la vieira o de la almeja. 
 
  Esto hace presuponer estructuras membranosas muy parecidas 
entre especies muy separadas filogenéticamente. Por ello se analizan con 
mayor rigor los resultados obtenidos en la fracción de lípidos polares, serán 
similares en especies muy diferentes. Así nuestros datos en cultivos buenos 
y malos de almeja babosa se comparan con los aportados por otros autores 
sobre la vieira. 
 




• 2.- Estadío mixotrófico:  
 
  En bivalvos marinos, están descritas etapas de vida mixotrófica en-
tre larvas D y larvas de hasta cinco días en Pecten maximus (Soudant,  
1995) así como en larvas de Mytilus edulis (Lucas y col., 1986). 
 
  Etapa de la vida donde conviven simultáneamente la alimentación 
endógena proveniente de las reservas (vitelinas en el huevo y lipídicas en 
las larvas veliger), con la alimentación exógena procedente del medio 
marino (fitoplancton). 
 
  En el caso de la almeja babosa, podríamos encontrar un estadío 
mixotrófico entre la formación del velo en la larva D y la funcionalidad del 
mismo como órgano natatorio-alimenticio (veliger temprana). Haremos una 
comparativa con los resultados obtenidos por otros autores en vieira, en la 
que sí se observó esta etapa. 
 








 - 47 - 
• 3.- Estadío planctotrófico: 
 
  Comprende desde la etapa de vida veliger anterior a la metamor-
fosis (larva pediveliger) hasta la etapa posterior a la metamorfosis (post-
larva). 
 
  La alimentación es exógena aportando el alimento el medio marino. 
 
  Por todo ello, las reservas almacenadas en el ovocito, así como los 
nutrientes asimilados en la etapa de vida larvaria, van a ser responsables 
del correcto desarrollo larvario y postlarvario de la almeja babosa.  
 
”  FASES A ESTUDIAR: DE VELIGER TARDÍA A PEDIVELIGER  
                               DE PEDIVELIGER A POSTLARVA “ 
 
 
 4.2.- Justificación 
 
  A continuación y como justificación al plan de trabajo expuesto, 
vamos a desarrollar dos apartados que nos pongan en antecedentes sobre 
las necesidades a cubrir en estos estadíos, diferenciando de dónde se 
obtienen los combustibles y sillares estructurales para los procesos 
biosintéticos durante las etapas lecitotróficas y planctotróficas. 
 
  4.2.1.- Los ácidos grasos como combustibles y sillares es-
tructurales en el estadío de vida larvaria lecitotrófica 
 
  Según la bibliografía, el vitelo de los huevos está compuesto de 
lípidos, proteínas y carbohidratos, los cuales representan las fuentes de 
energía para el desarrollo embrionario (Heras y Pollero, 2002). 
 
  Por ello es plausible pensar que las necesidades de crecimiento y 
formación de biomembranas serán resueltas a partir del funcionamiento de 
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  Las reservas vitelinas aportan: 
 
• Combustibles para estos procesos  lipogénicos 
• Sillares estructurales esenciales en la construcción de sus 
biomembranas y que no puedan ser formados “de novo” por el organismo 
 
  Los lípidos se encuentran mayoritariamente en forma de gotículas 
o sacos de aceite ricos en triacilgliceroles (fracción principal de los lípidos 
neutros), constituyendo una parte importante de las reservas del huevo de 
la ostra americana, Crassostrea virginica (Lee y Heffernan, 1991) o de 
vieira, Pecten maximus (Dorange y Le Pennec, 1989). 
 
  Estos acúmulos lipídicos son semejantes a los que presentan los 
adipocitos o células del tejido adiposo de animales superiores, pudiendo 
tener una función similar, almacenar reservas grasas para emplearlas como 
combustible en los procesos biosintéticos y/o almacenar sillares estructu-
rales para su posterior utilización en procesos lipogénicos. 
 
  En sintonía con esto, está lo aportado por Sargent y Henderson 
(1986), los cuales indican que los sacos de aceite en copépodos son 
similares a adipocitos o células grasas. Blades-Eckelbarger (1986), por su 
parte, hace mención a que las células que rodean los sacos de aceite en el 
copépodo Euchaeta marina, se asemejan a las células del tejido adiposo 
blanco de los mamíferos. Por último, Zhou y col. (1996) afirman que, estos 
sacos de aceite son similares a los adipocitos en tejidos de peces. 
 
  Estudios realizados en animales muestran, que los ácidos grasos 
esenciales (EFAs): el ácido linoleico 18:2(n-6) y el ácido linolénico 18:3(n-
3), procedentes de la dieta, son rápidamente almacenados en triacilgli-
ceroles del tejido adiposo, actuando éste como un reservorio de EFAs para 
los procesos lipogénicos (Lin y col., 1993; Matthews y col., 2000). 
 
  Además, la composición en ácidos grasos del tejido adiposo en 
humanos, es un reflejo de la composición en ácidos grasos presente en la 
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   Sin embargo y contrariamente a los MUFAs y a los EFAs (precur-
sores de los PUFAs), los HUFAs, son un pobre sustrato para la síntesis de 
triacilgliceroles y principalmente son incorporados a los fosfolípidos contri-
buyendo a la fluidez de las membranas (Zhou y Nilson, 2001). 
 
  Suponiendo que las reservas vitelinas ovocitarias en bivalvos 
marinos tienen un papel de almacén como lo tiene el tejido adiposo en 
humanos, los triacilgliceroles acumulados (fracción mayoritaria de los lípidos 
neutros) reflejarán la composición en ácidos grasos de la dieta aportada a 
los progenitores, siendo los EFAs los que más rápidamente se almacenarán. 
 
  Por otra parte, según indicamos anteriormente, la mayoría de 
especies de animales marinos son incapaces o muy poco capaces de 
bioconvertir el 18:2(n-6) y el 18:3(n-3), procedentes de la alimentación, 
por lo tanto, HUFAs del tipo del ácido araquidónico (20:4(n-6)), del ácido 
eicosapentaenoico (20:5(n-3)) o el ácido docosahexaenoico 22:6(n-3) son 
verdaderos EFAs para su supervivencia, crecimiento y reproducción. 
 
  Las proteínas mayoritarias de la yema de huevo son las vitelinas, 
lipovitelinas o lipoproteínas del huevo (actuales HDL), que también fueron 
aisladas en el bivalvo marino Pecten maximus y en el cefalópodo, Sepia 
officinalis (Lee, 1991). 
 
  Las lipoproteínas del huevo, debido a su composición y contenido 
lipídico, representan del 30 al 50 % de los lípidos totales de huevos de 
crustáceos, poliquetos y moluscos (Lee y col., 2006). Podrían jugar un papel 
importante durante el desarrollo embrionario, proporcionando componentes 
estructurales y precursores metabólicos al no estar consideradas única-
mente como fuentes energéticas para el desarrollo embrionario. 
 
  De las lipovitelinas la fosfatidilcolina es el componente mayoritario, 
siendo menor su contenido en colesterol y triacilgliceroles (Lee, 1991). El 
EPA, es el ácido graso que se encuentra en mayor abundancia en el carbono 
1 de la fosfatidilcolina (Kattner, 1991), debido a la mayor presencia de 
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PUFAs que de SAFAs en los fosfolípidos zooplanctónicos (Albers y col., 
1996).  
 
  Por lo tanto, un descenso en el contenido del EPA en lípidos polares, 
podría reflejar el uso del mismo como combustible secundario en períodos 
de déficit o ayuno, tal como indican diferentes autores sobre distintas 
especies, al estar los fosfoglicéridos de las HDL encuadrados dentro de los 
lípidos polares. 
 
  4.2.2- Los ácidos grasos como combustibles y sillares es-
tructurales en el estadío de vida larvaria planctotrófica 
 
  Las larvas de bivalvos marinos, al ser organismos planctotróficos, 
dependen de los nutrientes aportados por el medio marino, los cuales van a 
ser empleados para desarrollarse como tal y para almacenar reservas que 
les permitan superar la fase de metamorfosis. 
 
   Entre las etapas lecitotrófica y planctotrófica, se observa un período 
mixotrófico en el cual el organismo se adapta a la vida larvaria empleando 
alternativamente las reservas vitelinas y el alimento aportado del medio 
marino. 
 
  Se intentará demostrar que el éxito de los desarrollos larvarios, 
aparte de otros parámetros no estudiados (genéticos, medioambientales y 
patológicos) va a estar íntimamente ligado a dos parámetros fundamen-
tales: 
 
• La calidad del huevo 
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II.-OBJETIVOS 
 
1. Analizar cultivos larvarios de almeja babosa, Venerupis pullastra 
realizados en el Centro de Cultivos Marinos de Ribadeo (CIMA) a 
partir de desoves de progenitores procedentes del medio natural 
 
2. Profundizar en la importancia de la calidad de los ovocitos 
obtenidos y en las necesidades nutricionales de los cultivos, 
haciendo un estudio de la evolución de los ácidos grasos en 
lípidos polares (estructurales) y lípidos neutros (de reserva) en 
cultivos con buenos y malos resultados 
 
3. Comparar los resultados obtenidos en esta especie en etapas 
clave de su desarrollo larvario con los aportados por otros 
autores en otra especie de interés en acuicultura, como es la 
vieira 
 
4. Investigar la posible utilización de microcápsulas de gelatina-
acacia como suplemento nutricional al alimento vivo, durante los 













































MATERIAL Y MÉTODOS 
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 1.1.- Cultivo larvario y postlarvario 
 
  En la Figura 8 se presenta un esquema del protocolo del cultivo de 
Venerupis pullastra en el criadero del Centro de Cultivos de Ribadeo (CIMA). 
 
  1.- CULTIVO LARVARIO 
 
  Los reproductores de los distintos desarrollos larvarios, se recogen 
del medio natural (Camariñas) en diferentes épocas durante los años: 2000, 
2001, 2002 y 2003. 
 
  En el laboratorio se mantienen en tanques de 100 litros de 
capacidad, con agua de mar a temperatura ambiente y en circuito abierto. A 
la salida de cada uno se colocan unos tamices de luz de malla inferior a 45 
µm para recoger los huevos en caso de puesta.  
 
  El mismo día o al día siguiente de su llegada, si no se produce la 
puesta espontánea, se induce mediante shocks térmicos. Para ello las al-
mejas se estimulan con cambios térmicos empleando agua de mar filtrada 
por ultravioleta y calentada con un termostato hasta la temperatura de 27 
ºC y enfriada posteriormente a 14 ºC. Los cambios de agua a diferentes 
temperaturas se hacen bruscamente, también se les añaden microalgas en 
abundancia y gametos masculinos. Los huevos fertilizados se recogen en 
tamices de malla de 45 µm de luz y se trasladan a los tanques de cultivo. 
 
  El desarrollo embrionario y larvario se realiza en tanques 
troncocónicos de fibra de vidrio de 500 litros, con agua filtrada y esterilizada 
por UV, provistos de aireación y a una temperatura de 18 ºC, así se 
mantienen hasta que alcanzan la metamorfosis (13-22 días).  
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  Las densidades de los cultivos en la primera fase hasta larva D, se 
establecen en función de la cantidad de ovocitos fecundados obtenidos en 
las puestas. A partir de este momento, se trabaja con una densidad de 5-6 
individuos/mL como óptima, aunque esta cantidad varía según las tasas de 
mortalidad. 
 
  El cambio de agua se realiza tres veces por semana, coincidiendo 
con la recogida de muestras y determinación de parámetros biométricos 
(tamaño de la concha, mortalidad, densidad larvaria, etc.).  
 
  Cuando más del 50 % de la población larvaria presenta pie (13-22 
días) se trasladan a cilindros con un fondo de malla en torno a 150 µm de 
luz permaneciendo en estos tanques en circuito cerrado, hasta completar la 
metamorfosis y pasar al estado de postlarva.  
 
  La alimentación en general, se hace diariamente con una mezcla de: 
Isochrysis galbana (Ig), Monochrysis lutheri (Mn), Skeletonema costatum 
(Sk), Chaetoceros calcitrans o gracilis (Chtc o Chtg) y Tetraselmis suecica 
(Ts).  
 
  Las dosis aplicadas, es decir, el número de equivalentes (número 
de células de microalgas por volumen de cultivo expresado en μL), variaron 
a lo largo de los diferentes desarrollos en función del crecimiento larvario y 
por lo tanto, de la demanda del cultivo. Ya que el tamaño de las células de 
Tetraselmis es mucho mayor que el del resto de las microalgas utilizadas, 
los cálculos se hacen teniendo en cuenta que, una célula de esta especie 
equivale a diez Isochrysis. 
 
  Para los cultivos objeto de estudio, la mezcla de especies 
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  Tabla V: Especies incorporadas a las dietas aplicadas en las distintas puestas a lo 
largo de los diferentes cultivos. 
 
 Hv Lv D 7 Días 15 Días 22 Días 
D1: 2000 y 2001  Mn, Ig Mn, Ig, Cht, Sk 
D2: 2002 y 2003  Mn, Ig, Cht, Ts 
 
   -Dieta 1 (D1): Puestas de 2000 y 2001. Consiste en una dieta 
basal con  Ig y Mn, a la que se incorporan otras dos microalgas (Cht y Sk) a 
lo largo del cultivo 
 
   -Dieta 2 (D2): Puestas de 2002 y 2003. Consiste en una 
mezcla microalgal fija durante todo el cultivo compuesta por: Ig, Mn, Chtc o 
Chtg y Ts 
  
  2.- CULTIVO POSTLARVARIO 
 
  Finalizada la metamorfosis las postlarvas convertidas ya en semilla 
se trasladan a cilindros con luz de malla adecuada a su tamaño y estos a 
tanques en circuito abierto adicionando una alimentación de mezcla de 
microalgas (cultivadas en bolsas) por goteo.  
 
  En estas condiciones permanecen creciendo hasta alcanzar el 
















































  Fig. 8: Representación de un cultivo larvario y postlarvario de almeja babosa hasta 
la obtención de semilla. 
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 1.2.- Cultivo de microalgas 
 
  Los cultivos de las especies utilizadas son monoespecíficos, se 
realizan en matraces y bolsas con agua de mar (±32 ‰) filtrada a 1 µm.  
 
  En el caso de los matraces, el agua se esteriliza en autoclave, se 
enriquece con una solución de sales nutritivas (ALGAL-1: macroelementos, 
microelementos y vitaminas) y con un aporte suplementario de silicatos en 
el caso de las diatomeas. Se mantienen en una cámara isoterma con luz 
artificial constante y burbujeo con CO2.  
 
  Para las bolsas (30-40 L) la solución de sales nutritivas em-
pleada es la solución C (fosfato, nitrato y trazas de metales en forma de 
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 2.- EMPLEO DE MICROCÁPSULAS 
  
 2.1.- Fabricación de las microcápsulas 
 
  Las microcápsulas se fabrican según el método de Langdon y Wal-
dock (1981) con las modificaciones descritas por Rodríguez y col. (1992). 
En general, la fabricación de estas partículas consta de tres etapas bien 
diferenciadas: emulsión del aceite, coacervación y endurecimiento de la 




  Fig. 9: Representación de las distintas fases del proceso de fabricación de las 
microcápsulas de gelatina-acacia con distintos aceites. 
 
  1.- EMULSIÓN 
 
  A la fase lipídica inicialmente se le añade BHT 1 ‰ para prevenir 
posibles oxidaciones durante la fabricación. Se utiliza una proteína (gela-
tina) y un polímero (goma arábiga o acacia) preparados al 2 % (w/v) en 
agua destilada. La mezcla de ambas fases, se somete durante 1 minuto a 
una vigorosa agitación con un homogenizador de cuchillas Virtis, modelo 





Gelatina + Acacia 
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manteniéndose el sistema a 40 ºC, con borboteo de nitrógeno para evitar 
oxidaciones.  
 
  2.- COACERVACIÓN 
 
  La emulsión se conserva en las condiciones anteriores y con una 
agitación constante y suave. Se añade gota a gota una solución de HCl 
0,01N para bajar el pH del medio hasta observar el fenómeno de 
coacervación de la gelatina y la acacia (precipitación y formación de la 
cubierta glicoproteínica que envuelve las gotículas lipídicas). 
 
  El pH óptimo dependerá del tipo de aceite a encapsular oscilando 
entre 4,5 y 3,9. La observación microscópica de alícuotas del coacervado a 
diferentes pH permitirá definir el pH óptimo de encapsulación, evitándose  
así la formación de agregados. 
 
 Se mantiene en estas condiciones durante 40 minutos y a continua-
ción se eleva el pH de la solución hasta 9,3 con la adición de NaOH 0,1N, 
también gota a gota.  
 
  3.- ENDURECIMIENTO DE LA CUBIERTA 
 
  La solución con las microcápsulas obtenidas se lleva a dos litros de 
agua destilada a 5 ºC y mantenida a dicha temperatura durante 2 h, favore-
ciéndose así el endurecimiento de la cubierta. El producto resultante, es 
recogido por filtración o centrifugación. Mediante centrifugación se separan 
microcápsulas con distinto tamaño, las mayores entre 3-4 μm y las menores 
entre 2,5-3,0 μm. 
 
  Siguiendo este método se fabrican dos tipos de microcápsulas de 
gelatina-acacia (GAMs) para la realización de experiencias: 
 
   1.- Para estudios nutricionales con distintos aceites 
   2.- Para estudios metabólicos con un ácido graso marcado que 
pueda ser rastreado 
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 2.2.- Ensayos con las microcápsulas 
 
  2.2.1.- In Vitro 
 
  1.- PARA CONFIRMAR DATOS SOBRE FABRICACIÓN Y ESTABILIDAD 
EN EL TIEMPO DE ALMACENAMIENTO DE LAS MICROCÁPSULAS 
 
  La primera cuestión que se plantea a la hora de utilizar las 
microcápsulas en los cultivos larvarios, es la posibilidad de estandarizar el 
método de su fabricación que nos permita obtener micropartículas con los 
tamaños adecuados y con las menores pérdidas posibles de los aceites y 
ácidos grasos que incorporen.   
 
  Por otra parte, también resulta interesante determinar la mejor 
forma de su almacenamiento y, cuánto tiempo son capaces de permanecer 
en stock sin sufrir alteraciones que modifiquen su composición inicial o, la 
aparición de proliferaciones bacterianas que supongan un peligro en los 
cultivos en las que son utilizadas. 
 
  Siguiendo el método general descrito en el apartado anterior y parti-
cularmente en la publicación presentada en el Apéndice, se fabrican 
microcápsulas con distintas grasas de peces y con aceite de hígado de 
bacalao (AHB) para comprobar el éxito de su fabricación.  
 
 Además, también se fabrican microcápsulas que incorporan aceite de 
oliva y ácido araquidónico deuterado, que son empleadas para confirmar la 
eficacia de su fabricación así como el de su almacenamiento. 
 
 MICROCÁPSULAS CON DISTINTAS GRASAS Y ACEITES  
 
  Las micropartículas que contienen distintas grasas (atún, caballa y 
sardina) y aceite de hígado de bacalao, suministrados por ANFACO, se 
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  De las grasas y aceite se recogen alícuotas así como de las 
microcápsulas para analizar su composición en ácidos grasos. De esta forma 
se pueden estudiar sus posibles pérdidas de incorporación durante el 
proceso de fabricación. 
 
 MICROCÁPSULAS CON ACEITE DE OLIVA Y *AA  
 
  En relación a las microcápsulas con una mezcla lipídica de aceite de 
oliva (mayoritario en ácido oleico [18:1(n-9)]) y ácido araquidónico deute-
rado [*AA, 20:4(n-6)-d8], en las proporciones 90:10, se fabrica un lote (en 
el año 2002) también en Ribadeo (CIMA), para realizar estas primeras 
confirmaciones.  
 
  El ácido araquidónico deuterado (FA-503 Arachidonic acid-5, 6, 8, 9, 
11, 12, 14, 15-d8) es suministrado por  BIOMOL® Research Laboratory, Inc. 
(Plymouth Meeting, PA, USA). 
 
  Del aceite de oliva y del *AA se tomaron alícuotas antes de ser 
encapsulados, igualmente se recogen de las microcápsulas al inicio y duran-
te su almacenamiento (21 días). Al analizar el ácido araquidónico deuterado 
obtenemos información de su tiempo de retención, necesario para poder 
identificarlo en las sucesivas analíticas de ácidos grasos. 
 
  2.- PARA CONFIRMAR INGESTIÓN Y DIGESTIÓN DE LAS MICROCÁP-
SULAS 
 
  Confirmada la fabricación y almacenamiento, el segundo punto a 
comprobar es su posible ingestión y digestión por parte de las larvas de al-
meja babosa. 
 
 MICROCÁPSULAS CON COLORANTE DE CUBIERTA 
 
  Para ello se preparan microcápsulas con aceite de hígado de 
bacalao, marcándolas con un colorante de cubierta (FITC, isotiocianato de 
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fluoresceína), siguiendo el método descrito en la publicación del año 2002 
presentada en el Apéndice. 
 
  El isotiocianato de fluoresceína (FITC) es suministrado por Sigma® 
(St. Louis, MES). 
 
  Estas micropartículas se usan como alimento de larvas de almeja 
babosa durante 4 horas y se sigue su ingestión por observación con 
microscopía de fluorescencia. Se observan las larvas alimentadas durante 
un período de tiempo (20 minutos) y así se comprueba su digestión por 
desaparición de la fluorescencia una vez digeridas. 
 
 2.2.2.- In Vivo 
 
  1.- PARA CONFIRMAR LA ASIMILACIÓN DE LAS MICROCÁPSULAS 
POR LAS LARVAS 
 
  La asimilación de las microcápsulas de gelatina-acacia es el último 
punto a comprobar para poder utilizarlas, como suplemento alimenticio y 
como herramienta de trabajo en los estudios sobre metabolismo.  
 
  En este caso utilizamos las microcápsulas (*AAGAM) con aceite de 
oliva y ácido araquidónico deuterado [*AA, 20:4(n-6)-d8] fabricadas en los 
años 2000 y 2002. Con ellas realizamos una experiencia rápida de 12 h y 
otra más larga de 24 h, en condiciones de cultivo reales. 
   
 EXPERIENCIA RÁPIDA CON MICROCÁPSULAS FABRICADAS EN EL 
AÑO 2000 (Publicación Apéndice) 
 
  Con este primer lote de micropartículas realizamos una experiencia 
rápida para demostrar su asimilación. Se utilizan dos matraces con 
capacidad de 6 litros, con 30.000 larvas veliger de almeja babosa cada uno 
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  Las larvas de un primer matraz se someten a ayuno total durante 
las 24 horas y a las del otro matraz se les adicionan 60 microcápsulas/µL. A 
estas últimas, se les deja con esta única alimentación durante 12 horas, 
momento en que se les cambia el agua y permanecen las siguientes 12 
horas restantes en ayunas. Pasado este tiempo, se recogen las larvas de 
ambos matraces para ser analizadas. 
 
 EXPERIENCIA DE 24 HORAS CON MICROCÁPSULAS FABRICADAS 
EN EL AÑO 2002 
 
  Efectuamos con estas nuevas microcápsulas una segunda experien-
cia más larga (24 horas) y en condiciones reales (en 6 tanques de 50 L),  
utilizando larvas veliger de almeja babosa de 15 días de cultivo a una 
densidad de 5 larvas/mL. 
 
   Las larvas de 3 tanques fueron sometidas a ayuno sirviendo de 
control y a los otros 3, se aportan las nuevas microcápsulas fabricadas a 
razón de 60 equivalentes. Transcurridas las 24 horas, se recuperan las 
larvas de cada tanque en un tamiz y se trasvasan a vasos de precipitado de 
800 mL, para poder tomar alícuotas por triplicado.  
 
  2.- ENSAYOS COMO SUPLEMENTACIÓN NUTRICIONAL 
 
  Una vez probado que se puede conseguir una óptima fabricación de 
microcápsulas de gelatina-acacia, que pueden ser almacenadas en perfecto 
estado y que son ingeridas, digeridas y asimiladas por las larvas de Veneru-
pis pullastra, resta comprobar ahora la eficacia en su uso como suplemento 
nutricional en los cultivos. 
 
 SEGUIMIENTO DE TASAS DE CRECIMIENTO Y MORTALIDAD DE 
UN DESARROLLO LARVARIO CON DIETAS DE MICROALGAS Y MIXTA 
 
  Para esto se realiza una experiencia con larvas veliger tardías de 
almeja babosa (230 μm de tamaño), las cuales se someten a dietas con 
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microalgas y dietas mixtas, utilizando las GAM de grasas de peces (atún, 
caballa y sardina) y de aceite de hígado de bacalao.  
 
  Se hace un seguimiento de sus tasas de crecimiento y mortalidad 
durante 10 días, en tanques de 200 litros de capacidad y en las mismas 
condiciones descritas en el apartado anterior de cultivos larvarios, iniciando 
los cultivos a una densidad media de 2 larvas/mL (1,3-2,7 larvas/mL).  
 
  Las larvas se dividen en distintos tanques y se les aplica los 
tratamientos alimenticios indicados a continuación:  
 
• Tanque 1 (Testigo): Alimentación de 20 equivalentes 
Isochrysis (20 células/µL de cultivo) de mezcla de microalgas (Isochrysis, 
Monochrysis y Skeletonema) 
• Tanque 2: Alimentación con 10 equivalentes de mezcla de 
microalgas (Isochrysis, Monochrysis y Skeletonema) + 40 mL de una solu-
ción con microcápsulas conteniendo grasa de atún 
• Tanque 3: Alimentación con 10 equivalentes de mezcla de 
microalgas (Isochrysis, Monochrysis y Skeletonema) + 40 mL de una solu-
ción con microcápsulas incorporando grasa de caballa 
• Tanque 4: Alimentación con 10 equivalentes de mezcla de 
microalgas (Isochrysis, Monochrysis y Skeletonema) + 40 mL de una solu-
ción de microcápsulas con aceite de hígado de bacalao 
• Tanque 5: Alimentación con 10 equivalentes de mezcla de 
microalgas (Isochrysis, Monochrysis y Skeletonema) + 40 mL de una solu-
ción de microcápsulas con grasa de sardina 
 
  3.- ENSAYOS COMO HERRAMIENTA DE TRABAJO 
 
  Otro posible uso de las microcápsulas de gelatina-acacia es como 
herramienta de trabajo, bien para determinar qué sustancias pueden llegar 
a ser esenciales en la nutrición de moluscos bivalvos o bien, para rastrear 
distintos ácidos grasos y poder estudiar su metabolismo en estos organis-
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 SEGUIMIENTO METABÓLICO DEL ÁCIDO OLEICO Y ÁCIDO ARA-
QUIDÓNICO DEUTERADO CON *AAGAM (Publicación Apéndice) 
 
  Se hace una prueba de seguimiento metabólico del ácido oleico 
[18:1(n-9)] y del ácido araquidónico deuterado [*AA, 20:4(n-6)-d8] con las 
microcápsulas *AAGAM fabricadas en el año 2000. 
 
  Para ello las larvas de 17 días de edad de un cultivo de almeja ba-
bosa, se distribuyeron en dos tanques de 150 L en una densidad de 4 
larvas/mL y alimentadas diariamente con dos dietas distintas durante 7 
días:  
 
• Dieta simplemente microalgal del M. lutheri, I. aff. galbana, 
S. costatum, C. calcitrans y T. suecica en una ración de 20/20/15/ 15/10 de 
Isochrysis equivalentes (células/µL de cultivo) 
•  Dieta con la misma mezcla microalgal suplida con *AAGAM 
(5 µcáp/µL) 
 
 3.- RECOGIDA DE LAS MUESTRAS 
 
 3.1.- De microalgas  
 
  1.- PARA ANÁLISIS DE ÁCIDOS GRASOS 
 
  Una vez conocida la concentración del cultivo de microalgas, se 
recoge un volumen de entre 5 y 15 mL en filtros de fibra de vidrio What-
man, GF/F de 4,5 cm de diámetro, previamente horneados a 450 ºC 
durante 24 horas. Se lavan los filtros con 2 volúmenes de formiato amonio 
al 3 % para eliminar los restos de sales. 
 
  Los filtros con las microalgas se introducen en tubos de vidrio, con 
tapón de rosca y con teflón, sumergiéndolos en 6 mL de una solución 
cloroformo-metanol (2:1 v/v) y se almacenan a –20 ºC, previo burbujeo 
con N2, para el posterior análisis de ácidos grasos.  
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  2.- PARA ANÁLISIS BIOQUÍMICOS 
 
  Las muestras de fitoplancton no se recogen en filtros sino que, una 
vez conocida su concentración, se somete a centrifugación un volumen 
determinado del cultivo obteniéndose un precipitado microalgal. Éste se 
lava con una solución de formiato amonio, se congela y liofiliza para su 
posterior procesamiento. 
 
 3.2.- De larvas y postlarvas 
 
  Normalmente los muestreos (para las analíticas y los datos de creci-
miento) coinciden con los cambios de agua que se llevan a cabo a lo largo 
del cultivo. 
 
  1.- PARA ANÁLISIS DE ÁCIDOS GRASOS 
 
  De cada tanque, se toman muestras homogéneas y representativas 
a las que se les determina la concentración de los individuos presentes. Se 
filtran por triplicado volúmenes conocidos de estas muestras para la ana-
lítica de ácidos grasos siguiendo el mismo método que para el fitoplancton. 
De cada muestra obtenida se tiene conocimiento del número de ovocitos, 
larvas y postlarvas que se van a analizar.  
 
  2.- PARA LA DETERMINACIÓN DE LOS PESOS SECOS 
 
  Las muestras se recogen en tubos de plástico y se someten a 
centrifugación. Se retira el agua de mar y a continuación se lava el pre-
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 3.3.- De microcápsulas 
 
  Previamente a la fabricación de las microcápsulas, se toman mues-
tras de la fracción lipídica que se va a encapsular. Las grasas y aceites 
(entre 50-100 µL) se disuelven en Cl3CH/MeOH (2:1, v/v) para su posterior 
tratamiento y análisis por cromatografía de gases. 
 
  Con una cámara Bürker-Türk realizamos el conteo de las micropar-
tículas, para determinar su concentración. Los datos de su tamaño se obtie-
nen con un Analizador de Imágenes (PC_Image). 
  
   Para la analítica de sus ácidos grasos se recogen volúmenes cono-
cidos de la solución acuosa donde están disueltas las microcápsulas, en 
filtros de fibra de vidrio GF/F (4,5 cm de diámetro) previamente horneados 
en mufla. Se hace un lavado para eliminar los posibles restos de aceites y 
gelatina-acacia que quedaron de la fabricación y se almacenan para su 
posterior análisis en cloroformo-metanol (2:1 v/v) con burbujeo de N2. 
 
  A las GAMs, con el aceite de oliva y el ácido graso deuterado, se les 
efectúa un seguimiento hasta los 21 días (día 0, 7 y 21). De esta forma se 
pudo comprobar su estabilidad a lo largo del almacenamiento. 
 
 4.- TOMA DE DATOS PARA EL SEGUIMIENTO DE LOS CRECI-
MIENTOS, CÁLCULO DE DENSIDADES Y PRODUCCIONES 
 
  Los resultados de los crecimientos de los cultivos a estudiar se 
obtienen a partir de dos datos biométricos medidos durante los desarrollos: 
el peso seco y la talla. 
 
  Las tallas se obtienen por medio de un Analizador de Imagen 
midiendo el eje mayor (OL) y el eje menor (OB). Las muestras se toman 
homogenizando en un volumen fijo (500 mL) todos los individuos que se 
cultivan en el tanque.  
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  Para determinar los pesos secos por larva, las muestras recogidas y 
congeladas, son sometidas a liofilización durante 24 horas. Después de 
mantenerlas en un desecador durante una hora, se pesan en una balanza 
(Sartorius MC 210 S) con precisión de 0,001 mg. Al haber tarado pre-
viamente el peso del tubo donde son recogidas las muestras, por diferencia, 
obtenemos el peso seco total de la muestra y al conocer el número de lar-
vas recogido, podremos determinar el peso seco por individuo. 
 
  La densidad de los cultivos larvarios y postlarvarios se determina 
contando el número de individuos por µL de distintas alícuotas, en una lupa 
binocular Nikon SMZ-645. Los individuos de cada cultivo se llevan a un 
volumen fijo (500 mL) donde son homogenizados para retirar las alícuotas 
que van a tener un volumen determinado dependiendo de la concentración 
(25-50 µL). Con este dato podremos saber el número inicial de ovocitos al 
inicio del cultivo y el número de larvas que llegan al estado de fijación 
(número de individuos por mL de tanque de cultivo).  
 
  Para determinar la producción o rendimiento final hasta semilla 
mayor de 750 µm, se calcula el peso total de los individuos que llegan a 
esta talla y el peso por individuo. La semilla se recoge en un tamiz 
previamente tarado y se pesa después de eliminar el agua durante media 
hora. Por diferencia obtenemos el peso total; al mismo tiempo se toman 
muestras de 100-200 individuos que también se pesan calculando de esta 
forma el peso/individuo.  
 
  Al conocer el número de ovocitos de la puesta, sabemos la produc-












MATERIAL Y MÉTODOS 
  - 73 - 
 5.- TRATAMIENTO DE LAS MUESTRAS ALMACENADAS Y EXPRE-
SIÓN DE LOS DATOS 
 
  1.- BIOMÉTRICOS 
 
  La media y desviación estándar del tamaño de los huevos, larvas y 
postlarvas, así como de las microcápsulas fabricadas, se calculan a partir de 
las mediciones del eje OL, siendo el número de individuos medidos ≥ a 100, 
expresándose (n=100). 
 
  Los pesos secos se determinan a partir de la media y desviación de 
tres muestras (n=3) cuyo número de individuos varía dependiendo de su 
tamaño.  
 
  2.- DE DENSIDADES Y PRODUCCIONES 
 
  La media de las densidades de los cultivos se halló por los conteos 
de 10 alícuotas (n=10). 
 
  Se toman cinco muestras (n=5) para obtener el peso/individuo y 
calcular así la producción final de la semilla. 
 
  3.- DE LA COMPOSICIÓN PROTEICA Y DE ÁCIDOS GRASOS DEL 
FITOPLANCTON 
 
  Los datos aportados en este trabajo de las especies de fitoplancton 
utilizadas como alimento (composición proteica y de ácidos grasos), se 
consideran como estándar o valores medios de una serie de analíticas reali-
zadas a las microalgas cultivadas bajo las condiciones del criadero. 
 
  4.- DE LOS ANÁLISIS DE ÁCIDOS GRASOS 
 
  El número de muestras recogidas para hallar los valores medios y 
desviaciones estándar de los ácidos grasos de las microcápsulas, de las 
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fracciones lipídicas encapsuladas, de los ovocitos, de las larvas y de las 
postlarvas, fue de tres (n=3).  
 
  De cada muestra se toma una alícuota a la que se le realiza un 
procesamiento según el método que describiremos a continuación y 
finalmente, una sola inyección por cada una de ellas. 
 
 6.- MÉTODOS BIOQUÍMICOS 
 
  Los lípidos totales se hallan por el método de Marsh y Weinstein 
(1966) utilizando como estándar la tripalmitina (Sigma®) en un rango de 
concentraciones de 5-50 µg para establecer la recta de calibración. La 
absorbancia se midió a 375 nm en un Espectrofotómetro (Perkin Elmer. 
UV/VIS. Lambda 25). 
 
  Para determinar los carbohidratos se cuantifica la glucosa total por 
el método de Dreywood (1946) empleando el reactivo de antrona-sulfúrico, 
siendo el estándar utilizado: D (+) glucosa anhidra (Merck®) en un rango de 
concentraciones de 15-105 µg para obtener la recta de calibración. La 
absorbancia se midió a 625 nm. 
 
  Los análisis de proteínas se realizan a partir del método modificado 
de Lowry (1951) basado en los resultados de Bensadoun y Weinstein (1976) 
y Hess y col. (1978). La recta de calibración se realiza utilizando como 
estándar la seroalbúmina bovina (Sigma®) en un rango de concentraciones 
de 5 a 30 µg. Para la lectura de las absorbancias se ajusta el espectrofo-
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 7.- DETERMINACIÓN DE ÁCIDOS GRASOS 
 
 7.1.- Método  
   
  Una alícuota de las muestras de microalgas, microcápsulas y larvas 
almacenadas en cloroformo metanol (2:1, v/v), se somete al protocolo de 
determinación y cuantificación de los ácidos grasos descritos por Marty y 
col. (1992). 
 
  En el caso de las muestras de fitoplancton y microcápsulas, se 
determinan los ácidos grasos de los lípidos totales, por lo que no se lleva a 
cabo la primera etapa de cromatografía de SPE para la separación de las 
fracciones neutra y polar (LN Y LP). 
 
  Los reactivos utilizados son: gel de sílice 60, Merck®; borotri-
fluoruro-metanol (solución al 15 % m/m), Merck®; disulfuro de carbono 
(CS2), Merck®; metanol y cloroformo para cromatografía en fase líquida 
(HPLC), Merck®; n-Hexano Lichrosolv para cromatografía en fase líquida 
(HPLC), Merck®. 
 
  Como estándares fueron empleados: mezcla de 37 ácidos grasos 
metilados, Sigma® 189-19 y como patrón interno el ácido tricosanoico 
(C23:0), Sigma® T-6543. 
 
  7.1.1.- Cromatografía SPE (Solid phase extractive)  
 
  Se trata de extraer en un soporte sólido, los componentes de la 
muestra (lípidos), mediante el empleo de solventes de distinta polaridad 
(cloroformo-metanol al 2 % y metanol). De esta forma, se retiran secuen-
cialmente los componentes que interesan (lípidos neutros: triglicéridos y es-
teroles y lípidos polares: glucolípidos y fosfolípidos). 
 
  El soporte sólido consiste en una pipeta Pasteur y la fase sólida es 
sílica gel (35 x 5 mm), previamente incinerada a 450 ºC (24 horas) e hidra-
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  Esquema del método de Cromatografia Solid phase extractive. 
 
  7.1.2.- Metilación  
 
  Los ácidos grasos con cadenas iguales o superiores a 6 átomos de 
carbono, no son lo suficientemente volátiles para examinarlos fácilmente 
por cromatografía de gases y por ello, deben ser esterificados. 
 
  La esterificación les proporciona un grupo metilo que les confiere 
una menor polaridad y una mayor volatilidad. Por lo tanto las muestras 
deben ser hidrolizadas y transesterificadas previamente, lo que permite 
obtener los ésteres metílicos de los ácidos grasos (FAMEs).  
 
1º/ 500 μL 
Cl3CH/MeOH (2%) 
CROMATOGRAFÍA SPE (SEPARACIÓN LN, LP) 
Material biológico 
(n=3) en cloroformo 
metanol (2:1) 
 
2º/ 500 μL 
Cl3CH/MeOH (2%) 
3º/ 500 μL 
Cl3CH/MeOH (2%) 
C:23:0 C:23:0 
1º/ 10 mL 
Cl3CH/MeOH (2%) 
2º/ 15 mL 
MeOH 
1º/ LN 2º/ LP Evaporación en 
rotavapor a 30 ºC y 
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 La transesterificación y metilación ácido catalizada se lleva a cabo, 
con el reactivo trifluoruro de boro–metanol (15 % m/m) con ciertas mo-
dificaciones al método propuesto por Metcalfe y Schmitz (1961). El uso de 
este reactivo es recomendado para la preparación de FAMEs por la British 
Standard Institution (BSI), la International Standards Organization (ISO), la 
International Union of Pure and Applied Chemistry (IUPAC), la Association of 
Official Analytical Chemists (AOAC) y la American Oil Chemists’ Society 
(AOCS), entre otros (Lumley, 2001). 
 
  Una vez obtenidos los ésteres metílicos de los ácidos grasos, se 
extraen y purifican de acuerdo al método descrito por Marty y col. (1992). 
 
  7.1.3.- Análisis por cromatografía en fase gaseosa 
 
  La fase orgánica obtenida que contiene los ácidos grasos este-
rificados, se concentra al vacío y con borboteo de nitrógeno para evitar 
oxidaciones, resuspendiéndose en un volumen fijo de n-hexano e inyectán-
dose 1 µL de la solución en un cromatógrafo de gases. 
 
  El cromatógrafo de gases empleado es un Hewlett Packard GC Sys-
tem mod. 6890, equipado con un inyector tipo split/splitless y un detector 
de ionización de llama (FID). 
 
  Los ácidos grasos se separaron con una columna capilar, HP-
INNOWax® (30 m x 0,25 mm DI y 0,25 µm de espesor). Dicha columna 
consta de una fase estacionaria de tipo polar ligada, constituida por polie-
tilen glicol (similar a las Carbowax®), cuyas temperaturas límite de trabajo 
están comprendidas entre 50 y 260 ºC. 
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  Las condiciones cromatográficas se detallan a continuación: 
 
Condiciones cromatográficas  
 
 
Inyector     Pulsed splitless 
        
Gas portador    H2, flujo constante 
Temperatura columna   Rampa. Figura 10. 
Temperatura inyector   220 ºC 
Temperatura detector   240 ºC 
 
Detector     FID 
                                                                   
  Fig. 10: Representación de las rampas de temperatura del horno. 
 
   Los picos obtenidos se identifican comparando sus tiempos de 
retención con una patrón estándar (Sigma® 189-19), consistente en una 
mezcla de 37 ácidos grasos metilados y además, se utilizan extractos 
lipídicos de tres microalgas Paulova lutheri, Skeletonema costatum e Iso-
chrysis aff. galbana, clon T-iso cuyas composiciones en ácidos grasos son 
conocidas (Delaunay, 1992).  
 
  La cuantificación de los distintos ácidos grasos se hace mediante sus 
rectas de calibración, empleando para ello, la mezcla de ácidos grasos del 
patrón estándar a distintas concentraciones. Se determinaron a partir de la 





1 50 ºC (2 min) 
Inyección
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inyección por duplicado de 50, 125, 250 y 500 ng de dicho patrón diluido en 
hexano. 
 
   Además se hace necesaria la utilización de un ácido graso elegido 
como patrón interno (ácido tricosanoico, C23:0), que no se encuentra pre-
sente en los organismos marinos. 
 
  Por último, la reproducibilidad cromatográfica en las condiciones 
analíticas utilizadas es en torno a un 90 % para un microgramo de muestra, 
atribuyéndose los errores (10 %) a las manipulaciones debidas al proceso 
de metilación de las muestras y a su inyección en el cromatógrafo. Estas 
pérdidas se incrementan a un 20 % cuando se tienen en cuenta los pro-


























































  Esquema de metilación de ácidos grasos y su análisis por cromatografía gaseosa. 
METILACIÓN Y ANÁLISIS POR CG 







800 μL CS2 





1.500 rpm 3’ 
 











hasta congelar  
la fase acuosa 
































1 mL F3B Metanol 
(15%) 
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 7.2.- Principales ácidos grasos identificados  
 
  Los principales ácidos grasos identificados por nuestro método se 
exponen en la Tabla VI, su espectro aparece representado en el croma-
tograma de la Figura 11.  
 
 Tabla VI: Principales ácidos grasos identificados y separados. 
 
Abreviatura Nomenclatura Sistemática Nombre Común 
   
iso-17:0 AC isoheptadecanoico  
   
12:0 AC dodecanoico AC láuricol 
13:0 AC tridecanoico  
14:0 AC tetradecanoico AC mirístico 
15:0 AC pentadecanoico  
16:0 AC hexadecanoico AC palmítico 
17:0 AC heptadecanoico AC margárico 
18:0 AC octadecanoico AC esteárico 
19:0 AC nonadecanoido  
23:0 AC tricosanoico  
   
16:0 dma AChexadecanoico-dimetil acetal  
17:0 dma AC heptadecanoico- dimetil acetal  
18:0 dma AC octadecanoico- dimetil acetal  
   
16:1(n-5) AC 11-hexadecenoico  
16:1(n-9) AC 7-hexadecenoico  
16:1(n-7) AC 9-hexadecenoico AC palmitoleico 
18:1(n-7) AC 11-octadecenoico AC vaccénico 
18:1(n-9) AC  9-octadecenoico AC oleico 
20:1(n-9) AC 11-eicosenoico  
20:1(n-11) AC 9-eicosenoico  
20:1(n-7) AC 13-eicosenoico  
   
18:2(n-6) AC 9,12-octadecadienoico AC linoleico (LA) 
18:3(n-3) AC 6,9,12-octadecatrienoico ACα- linolénico (LNA) 
18:3(n-6) AC 9,12,15-octadecatrienoico ACγ- linolénico 
18:4(n-3) AC 6,9,12,15-octadecatetraenoico  
21:4(n-6) AC 6,9,12,15-heneicosatetraenoico  
21:5(n-3) AC 6,9,12,15,18-heneicosapentaenoico  
20:2(n-6) AC 11,14-eicosadienoico  
20:3(n-3) AC 11,14,17eicosatrienoico AC homogamma linolénico 
20:3(n-6) AC 8,11,14-eicosatrienoico AC dihomo linolénico 
20:4(n-6) AC 5,8,11,14-eicosatetraenoico AC araquidónico (ARA) 
20:4(n-3) AC 8,11,14,17-eicosatetraenoico  
20:5(n-3) AC 5,8,11,14,17-eicosapentaenoico AC eicosapentanoico (EPA) 
22:4(n-6) AC 7,10,13,16-docosatetraenoico  
22:5(n-6) AC 4,7,10,13,16-docosapentaenoico AC docosapentaenoico 
22:5(n-3) AC 7,10,13,16,19-docosapentaenoico AC clupanodónico 
22:6(n-3) AC 4,7,10,13,16,19 docosahexaenoico AC docosahexaenoico (DHA) 
   
20:2i (20:2(5,11) Ácido graso no saturado metileno no interrumpido NMIFAS 
20:2j (20:2(5,13) Ácido graso no saturado metileno no interrumpido NMIFAS 
22:2i (20:2(7,13) Ácido graso no saturado metileno no interrumpido NMIFAS 
22:2j (20:2(7,15) Ácido graso no saturado metileno no interrumpido NMIFAS 
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  Fig. 11: Cromatograma obtenido tras la separación en Cromatógrafo de gases de 
los ácidos grasos esterificados. 
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IV.- RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
 1.- DESARROLLOS LARVARIOS  
 
 1.1.- Calidades de la puesta 
 
  1.1.1.- Rendimiento y características de una puesta estándar 
 
  Teniendo en cuenta nuestra experiencia con diferentes cultivos de 
almeja babosa, podemos indicar que entre un 15-20 % de los reproductores 
hembras recogidos en el medio natural realizan la puesta en el Centro. 
 
  De este porcentaje de adultos maduros que llegan a desovar en el 
criadero, encontramos diferencias importantes en el tamaño de las puestas, 
lo que nos podría permitir hacer una primera valoración de los cultivos de 
almeja babosa. 
 
  Para corroborar estos datos, realizamos una experiencia con 
progenitores recogidos en el banco natural de la Ría de Pontedeume du-
rante el mes de febrero en estado de madurez y puesta. Los ovocitos 
obtenidos solo nos sirvieron para contabilizarlos y analizarlos 
biométricamente, pero no se les hizo el seguimiento de su cultivo. 
 
                      
 
  Al criadero llegaron aproximadamente 100 individuos de los que se 
obtuvo una puesta espontánea. Recogimos las hembras (17) que colocamos 
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en un vaso de precipitado durante 2 horas, logrando 9.375.000 ovocitos 
(Tabla VII).  
 
  Tabla VII: Datos de tamaño y peso de diecisiete hembras aisladas de aproximada-









            
  Los ovocitos sin fecundar tenían forma ovoide (70,9 x 67,3 µm) y su 
peso seco era de 41 ng/ovocito. Al número total de ovocitos recogidos de 
un lote estándar de individuos (n=100) procedentes del medio marino lo 
denominamos puesta/lote, correspondiéndose en este caso, al desove de 
17 hembras.  
 
  1.1.2.- Rendimientos y características de las puestas estu-
diadas 
 
  A lo largo de cuatro años  (2000, 2001, 2002 y 2003) se realizaron 
en el criadero del Centro de Cultivos Mariños de Ribadeo (CIMA), 
seguimientos de distintos desarrollos larvarios de almeja babosa (Venerupis 
pullastra).  
 
  Los progenitores de estos cultivos procedían de Camariñas, después 
de analizar los datos de tamaños de la puesta, crecimientos de las larvas, 
momento de la metamorfosis y producciones finales a los 22 días, nos 
centramos en cuatro de ellos y que definimos a continuación (Tabla VIII) al 
corresponderse con dos cultivos que evolucionaron bien y otros dos cuya 







17 ♀   40,01 ±3,01 26,25 ±2,14 18,14 ±1,72 11,48 ±2,79
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1/16/01/02 Camariñas Espontánea 9-15 28,07 76 x 70 
2/18/02/03 Camariñas Espontánea 9-15 47,62 76 x 69 
3/18/04/00 Camariñas Espontánea 3-5 26,76 79 x 71 
4/11/06/01 Camariñas Espontánea 3-5 5,09 72 x 67 
 
   En los cuatro cultivos estudiados, partiendo de un lote de aproxima-
damente 250 progenitores, observamos que en las de los años 2002 y 2003 
(enero y febrero) el número de ovocitos recogidos oscila entre los 9-15 
millones, mientras que en las de los años 2000 y 2001 (abril y junio), sólo 
se llegan a colectar entre 3-5  millones. 
 
  Al analizar biométricamente estos ovocitos, se encontraron también 
algunas diferencias: 
 
   1.- En las puestas 1 y 2 (2002 y 2003) nos encontramos con 
ovocitos casi iguales (75,8-76,1 µm para el eje OL (eje mayor) y 68,9-70,4 
μm para su eje OB (eje menor). Sin embargo, a igual tamaño de partida 
presentan pesos diferentes (desde 28,066 ng/ovocito, hasta 47,619 
ng/ovocito, aproximadamente un 1,7 veces más) 
 
   2.- En los cultivos 3 y 4 (2000 y 2001) se aprecian diferencias 
mucho más importantes entre los ovocitos fecundados. Por un lado ovocitos 
de forma ovoide de 79 x 71 µm y con un peso de 26,758 ng/ovocito, 
mientras que en la otra puesta, los ovocitos fecundados, son mucho más 
pequeños (72 x 67 µm) y su peso se aleja de los anteriores (5,093 
ng/ovocito), aproximadamente 5,5 veces menos 
 
  Después de años de experiencia del equipo investigador del Centro 
de Cultivos Mariños de Ribadeo (CIMA), se puede afirmar que en Venerupis 
pullastra se observan gametos maduros no atrésicos durante todo el año, 
con posibilidad de generar reclutamientos naturales en cualquier época del 
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año. Esto también se concluye en el DEA presentado por Cerviño Otero 
(2005), donde se hizo un estudio sobre el ciclo reproductivo de la almeja 
babosa en dos poblaciones de la costa gallega. Anteriormente Villalba y col. 
(1993), encontraron que los folículos gonadales de esta especie son activos 
a lo largo de todo el año. 
 
  Nuestros resultados vendrían a confirmar lo anteriormente expuesto 
ya que, a lo largo de los cuatro años de nuestro estudio, se consiguieron 
puestas espontáneas en todos los meses del año, aunque nos hayamos 
centrado en los obtenidos en enero, febrero, abril y junio. 
 
  Lo que nos resulta complicado de discutir es la variabilidad del 
número de ovocitos obtenidos en las puestas dado que, los progenitores son 
traídos del medio natural y no tenemos conocimiento de si hubo otra 
emisión de gametos cercana al momento de la llegada al criadero, ni 
tampoco de las condiciones en las que están las gónadas. Si esto fuera así, 
podemos explicar por qué la cantidad de ovocitos colectados en los meses 
de abril y junio es de ±3 millones mientras que, en los meses de enero y 
febrero llega a 9-15 millones. En consecuencia, se hace difícil afirmar que el 
tamaño de las puestas es indicativo de un futuro desarrollo larvario de 
buena calidad. 
 
  Dado que es una especie con puestas continuadas en el tiempo, el 
dato expuesto en los resultados de la cantidad de ovocitos obtenida de 17 
hembras a lo largo de dos horas (puesta/lote = 9.375.000), nos da una 
visión parcial de su estrategia pero no contundente. Realizando cálculos con 
estos datos podemos intuir un tamaño de puesta de aproximadamente 
550.000 ovocitos por hembra, lo que supondría la mitad de lo que desova la 
almeja fina (1.020.000 ovocitos) según Pérez Camacho y col. (1977), 
aunque en el criadero de Ribadeo, la variabilidad en las puestas de esta 
misma especie (Tapes decussatus) es muy alta (500.000-2.000.000 de ovo-
citos). 
 
  El tamaño de los ovocitos de almeja babosa varía entre 72-79 µm, 
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col., 1977) y Ensis arcuatus (Da Costa, comunicación personal) pero lo 
diferencia de otras especies de solénidos como Ensis siliqua (90-100 µm) y 
Solen marginatus (135-140 µm) (Martínez, 2002; Martínez y col., 2000), 
claramente mayores.  
 
 1.2.- Calidades de los desarrollos larvarios 
 
1.2.1.- Crecimiento y rendimiento en una puesta estándar   
 
  Se hizo una experiencia con una puesta estándar distinta a la ante-
rior para realizar el seguimiento completo del cultivo hasta semilla, retenida 
en tamices con luz de malla de 750 µm, estimando así su producción. 
 
  Cuando se trasladan al laboratorio 257 reproductores del medio 
natural (Camariñas), se efectúa un seguimiento de las puestas conseguidas 
en un período de 7 días.  
 
  Durante éste tiempo se produjeron dos puestas espontáneas que, 
después de contar el número de ovocitos totales obtenidos (28.175.000), 
cultivamos de la misma forma descrita en el capítulo de Material y Métodos 
hasta llegar aproximadamente a los dos meses.  
 
  Finalizado este tiempo, contabilizamos los individuos retenidos en 
tamices de 750 µm (>750 µm). Como resultado conseguimos 7.244.278 
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  Tabla IX: Producción de semilla >750 µm de almeja babosa obtenida en criadero a 
lo largo de dos meses, de dos puestas espontáneas de 257 progenitores. 
 
 
  Por otra parte, la Figura 12 representa los datos del crecimiento en 
longitud de la concha (eje OL) de varios desarrollos larvarios de almeja 
babosa.  
 
  Fig. 12: Crecimiento en longitud de la concha de Venerupis pullastra durante su 
desarrollo larvario de 22 días en un cultivo estándar. 
 
  El crecimiento de ésta especie se inicia con una talla media de 
ovocito fecundado de 75,3 µm y se llega a longitudes de concha de 322 µm 
en 22 días. El crecimiento diario obtenido es de 11,23 µm/día, lo que se 
ajusta a una recta de regresión lineal del tipo y = mx+b, obteniéndose un 




PROGENITORES 257   750 µm  PRODUCCIÓN 
Puesta 1 20.000.000  
Puesta 2 8.175.000  
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1.2.2.- Crecimiento y rendimiento en las puestas estudiadas  
 
  Según los datos de crecimiento de las larvas, así como el momento 
en que comienza la formación del pie, nos permiten hacer la clasificación de 
las cuatro puestas descritas anteriormente en dos grupos, uno que  catalo-
gamos como desarrollos o cultivos buenos (1 y 2) y el otro al que llamare-














   
  En la Figura 13, se representan los datos de crecimientos en concha 
(OL) y el día en el que las larvas de las cuatro puestas se encuentran listas 
para la metamorfosis (> 50 % larvas pediveliger). 
 
  Se observa que los crecimientos de los cuatro cultivos son diferentes 
reflejando la clasificación anteriormente citada. Esta gráfica también nos 
muestra como los cultivos, con un buen desarrollo larvario, realizan la 
metamorfosis o fijación entre los 13-15 días, mientras que los cultivos 





2/ Mejor: Desove 18/02/03 
De Camariñas 
Llegadas 17/02/03 






















4/ Malo: Desove 11/06/01 
De Camariñas 
Llegadas 31/05/01 
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 Fig. 13: Representación gráfica del crecimiento larvario de las cuatro puestas 
analizadas. 
 
  La Figura 14 representa mediante una secuencia de fotografías,  
tomadas a distintos aumentos, las diferencias de tamaños a lo largo de los 
desarrollos larvarios del cultivo mejor (2) y el cultivo peor (3), desde ovoci-
to a postlarva. 
 
  Para estos cultivos las larvas D miden entre 115-116 µm y les 
aparece el umbo a los 8-6 días del nacimiento con unas tallas entre 152-
148 µm. El rango superior corresponde al cultivo bueno y el inferior al peor.  
Las diferencias visuales importantes comienzan a apreciarse a partir de este 
momento. 
  
  A los quince días el cultivo con mejores crecimientos alcanza la talla 
de 254 µm y está ya en fase pediveliger desde los 13 días. Sin embargo, el 
cultivo con peores resultados, alcanza esta fase a los 22 días con tan solo 
234 µm. Al final del seguimiento (22 días) el cultivo 2 tiene el doble de talla 
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         LARVA 8 días 152 μm        LARVA 6 días 148 μm 
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DESARROLLO MEJOR (2)  DESARROLLO PEOR (3) 
 
LARVAS PEDIVELIGER 




















        LARVA 22 días 461 μm               
 
  Fig. 14: Serie de fotografías a distintos aumentos de los desarrollos larvarios y 
postlarvarios de los cultivos 2 y 3.  
 
 
  En la Figura 15 representamos los datos de crecimientos en longitud 
de la concha del cultivo mejor (en verde), del cultivo peor (en negro) y del 
estándar (en azul). También muestra la duración, en cada uno, del desa-
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 Fig. 15: Representación lineal de los crecimientos en longitud de la concha (en μm) 
del desarrollo mejor, del desarrollo peor y del cultivo estándar. Tiempo transcurrido desde la 
fecundación hasta la fijación en los cultivos (2 y 3) y su porcentaje de fijación.  
 
  En los tres desarrollos larvarios (mejor, peor y estándar) obtuvimos 
crecimientos que se ajustaban bien a una recta lineal. Sin embargo la fase 
larvaria y por lo tanto la linealidad, en los cultivos peor y estándar, se 
prolonga hasta el día 22, frente al cultivo mejor en el que esta fase finaliza 
a los 13 días, comenzando el desarrollo postlarvario con una recta que se 
ajusta a una ecuación potencial. La talla de fijación de los tres cultivos es 
de: 225 µm, 234 µm y 300 µm.  
 
  Según nuestros datos, el % conseguido de larvas listas para la me-
tamorfosis (desde los ovocitos) en los dos cultivos es muy parecido (51 % 
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el tiempo necesario para llegar a este estado, que es de 9 días a favor del 
cultivo  mejor.  
 
  La linealidad a lo largo de los desarrollos larvarios coincide con dife-
rentes estudios sobre crecimientos de varias especies de bivalvos: Mytilus 
edulis (Bayne, 1965); Mytilus galloprovincialis (Sedano, 1992); Ostrea 
edulis (Román, 1989) y en Ensis siliqua y Ensis arcuatus (Martínez y col., 
2000; Darriba y col., 2002).  En Solen marginatus (Da Costa DEA, 2004) se 
observó, al igual que en el cultivo mejor de almeja babosa, que el desarrollo 
postlarvario se ajusta a un modelo potencial. 
 
  La fase de fijación podemos compararla con la almeja fina (Tapes 
decussatus). Según estudios realizados por Martínez y col. (2001) muestran 
que esta especie, alcanza una talla de 240 µm pero necesita más tiempo 
para llegar a la metamorfosis (22-25 días). 
 
 1.3.- Calidad del alimento 
  
  1.3.1.- Datos en proteínas y ácidos grasos de las especies 
fitoplanctónicas utilizadas habitualmente como alimento 
 
  El requerimiento nutricional mayoritario en los cultivos larvarios es 
el de proteínas. Un buen aporte de este compuesto es fundamental para el 
crecimiento de las larvas en el momento de ser cultivadas. 
 
  En la Tabla IX se muestran los contenidos de este compuesto 
bioquímico de todas las especies utilizadas en las dietas suministradas a los 
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  Tabla IX: Porcentajes de proteínas sobre el total de materia seca y cantidad 
(pg/cél) de las microalgas utilizadas en las dietas. 
 
 Mn  Ig  Cht  Sk  Ts 
Proteína (%)  45  37  25  25  35 
Proteína (pg/cél) 13,5  13,0  10,0  12,5  52,5 
Largo (µm) 5,8   5,5   6,4-10,2  7,1   13,9  
Ancho (µm) 5,2   4,8   3,9-4,6   5   9,3  
 
  Las especies con mayor % proteico, con respecto a su peso seco, 
son: Monochrysis, Isochrysis y Tetraselmis (45 %, 37 % y 35 %) y las de 
menor porcentaje son las diatomeas con sólo el 25 %. Esta diferencia, 
aproximadamente de un 10 %, se debe al alto contenido en cenizas de 
estas microalgas marinas (Brown y col., 1989) provocado por la presencia 
de una cubierta silícica. 
 
  La cantidad de proteinas (pg/cél) va a estar relacionada con el 
tamaño de la célula de cada especie, por lo tanto, la que mayor composición 
proteica presenta es Tetraselmis (53 pg/cél frente a 10-13,5 pg/cél) por ser 
la de mayor tamaño (13,9 µm x 9,3 µm frente 5,5-10,2 µm x 3,9-5,2 µm). 
 
  Nuestros datos se corresponden a las microalgas cultivadas en 
matraz, en las condiciones descritas en el capítulo de Material y Métodos.  
Esto debe de tenerse en cuenta dado que, la composición bioquímica y por 
lo tanto, el valor alimenticio de las microalgas, puede variar considerable-
mente según las condiciones de su cultivo. Herrero y col. (1991) lo de-
muestra con distintas especies de fitoplancton utilizando distintos medios de 
cultivo. En este estudio el contenido proteico por célula, se considera como 
el más susceptible a la variación del medio utilizado. Los sistemas 
empleados también provocan variaciones en su calidad nutritiva (Ojea y 
col., 1999). 
 
  Otro componente bioquímico importante son los lípidos y dentro de 
estos, los ácidos grasos, van a jugar un papel fundamental en los cultivos 
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larvarios, al ser fuente de energía en períodos de ayuno así como fuente de 
sillares estructurales para la construcción de biomembranas. 
 
  En la Figura 16 se representan los porcentajes de las familias de 
ácidos grasos saturados (SAFAs), monoinsaturados (MUFAs) y poliinsatu-
rados (PUFAs) de las microalgas cultivadas en matraz y utilizadas en las 
dietas empleadas para los desarrollos larvarios objeto de estudio. 
 
 
 Fig. 16: Representación de los porcentajes de ácidos grasos saturados, monoinsa-
turados y poliinsaturados de las microalgas utilizadas en la alimentación de los cultivos 
larvarios.  
 
  Las especies de fitoplancton Monochrysis, Isochrysis y Tetraselmis 
muestran una proporción alta de PUFAs (49,6-53,9 %), seguidos de los 
SAFAs (29,2-31,2 %) y los MUFAs (16,9-20,8 %).  
 
  En las diatomeas (Chaetoceros y Skeletonema), son mayoritarios los 
ácidos grasos saturados (41,9-44,9 %) y también destacan los valores de 
monoinsaturados (33,5-41,9 %) mientras que, los poliinsaturados están en 
un porcentaje mucho menor (16,3-21,8 %). 
 
  En la Tabla X se dan los datos en porcentajes y en pg/célula, de los 
contenidos en ácidos grasos mayoritarios de las cinco especies de 
fitoplancton analizadas y empleadas en la alimentación. Estos datos son las 
medias de distintos análisis realizados en el criadero a lo largo de varios 
años, por lo que pueden considerarse como valores estándar de las especies 
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  Tabla X: Valor estándar de la composición en ácidos grasos de las microalgas 
utilizadas en las dietas de los desarrollos larvarios estudiados. Los datos se expresan en % y 
pg/cél. 
 
(%)  (pg/cél) 
Ácidos Grasos 
Mn  Ig  Cht  Sk  Ts  Mn  Ig  Cht  Sk  Ts 
14:0 20,2  19,1  32,3  27,1  0,6  0,453  0,332  1,261  0,246  0,033 
16:0 10,6  9,7  10,8  13,9  28,2  0,237  0,168  0,420  0,126  1,519 
18:0 0,4  0,5  1,8  0,9  0,6  0,010  0,008  0,070  0,008  0,032 
 
 
                   
16:1(n-9) 0,2  0,2  0,04  0,3  1,7  0,004  0,004  0,001  0,003  0,093 
16:1(n-7) 5,5  6,4  31,7  33,8  0,5  0,124  0,111  1,236  0,307  0,029 
18:1(n-9) 11,8  8,8  0,9  5,7  13,6  0,265  0,153  0,034  0,052  0,733 
18:1(n-7) 1,7  1,4  0,9  2,1  3,4  0,037  0,025  0,035  0,019  0,184 
20:1(n-9) -  -  -  -  1,5  -  -  -  -  0,080 
                    
18:2(n-6) 9,7  7,7  0,7  3,4  4,9  0,217  0,133  0,026  0,031  0,263 
18:3(n-6) 0,8  0,7  1,3  1,0  0,2  0,018  0,013  0,051  0,009  0,013 
18:3(n-3) 11,1  10,9  0,0  1,0  15,1  0,248  0,189  0,000  0,009  0,812 
18:4(n-3) 12,4  19,5  0,3  2,1  12,1  0,279  0,338  0,013  0,019  0,649 
20:2(n-6) -  -  -  -  -  -  -  -  -  - 
20:4(n-6) -  0,1  4,0  -  0,3  -  0,002  0,155  -  0,015 
20:5(n-3) 0,6  0,7  13,7  4,4  12,9  0,012  0,013  0,534  0,040  0,694 
21:4(n-6) 0,2  0,6  0,1  0,6  -  0,005  0,010  0,004  0,005  - 
22:4(n-6) 0,1  0,05  -  -  0,5  0,002  0,001  -  -  0,025 
22:5(n-6) 1,7  1,5  -  0,6  -  0,037  0,026  -  0,006  - 
22:5(n-3) 0,1  0,1  0,1  0,7  3,8  0,003  0,001  0,005  0,006  0,207 
22:6(n-3) 13,1  12,1  1,5  2,5  -  0,293  0,210  0,057  0,023  - 
                    
SATURADOS 31,2  29,2  44,9  41,8  29,4  0,700  0,508  1,751  0,380  1,584 
MONOINSAT. 19,2  16,9  33,5  41,9  20,8  0,431  0,293  1,307  0,380  1,119 
POLIINSAT. 49,6  53,9  21,7  16,3  49,8  1,113  0,936  0,846  0,148  2,679 
                    
Tot. (n-6) 12,4  10,6  6,0  5,6  5,9  0,278  0,185  0,236  0,051  0,316 
Tot. (n-3) 37,2  43,3  15,6  10,7  43,9  0,835  0,751  0,610  0,097  2,362 
                    
(n-3)/(n-6)           3,006  4,064  2,589  1,914  7,464 
                    
Tot. pg/cél           2,244  1,737  3,904  0,908  5,382 
 
  En M. lutheri encontramos datos de 2,24 pg de ácidos grasos por 
célula y los ácidos grasos que destacan son el 14:0 y el 16:0 entre los 
SAFAs, el 18:1(n-9) dentro de los MUFAs, el 18:2(n-6) entre los PUFAs ω6 y 
entre los PUFAs ω3 el 18:3(n-3), el 18:4(n-3) y 22:6(n-3). Esta especie es 
una de las que aporta mayor contenido en DHA (0,293 pg/cél). 
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  Las células de I. galbana suministran 1,74 pg/cél de ácidos grasos 
totales. Los principales ácidos grasos en este caso también son: el 14:0 y el 
16:0 entre los SAFAs, el 16:1(n-7) y 18:1(n-9) entre los MUFAs; encon-
trando los mismos PUFAs ω3 y ω6 que en la especie anterior. Esta microalga 
aporta DHA en cantidades elevadas (0,210 pg/cél). 
 
  T. suecica al ser una microalga de mayor tamaño, tiene mayores 
contenidos en ácidos grasos (5,38 pg/cél). Destacan el 16:0 entre los 
SAFAs, entre los MUFAs el 18:1(n-9), el 18:2(n-6) entre los PUFAs ω6 y 
sobretodo el 20:5(n-3) entre los PUFAs ω3. De EPA se proporcionan 0,694 
pg/cél, sin embargo esta especie carece DHA. 
 
  En las diatomeas, Chaetoceros y Skeletonema, destaca el contenido 
en EPA (13,7-4,5 %, respectivamente). Pero los contenidos totales por célu-
las de las dos especies son muy diferentes, mientras Chaetoceros presenta 
datos de 3,9 pg/cél, Skeletonema sólo posee 0,9 pg/cél. Las dos microalgas 
aportan mayoritariamente el 14:0 y el 16:1(n-7). En los PUFAs también 
existen diferencias, mientras que, en Chaetoceros destaca el 20:5(n-3), en 
Skeletonema lo hace el 18:2(n-6). 
 
 La relación (n-3)/(n-6) nos permite agrupar las especies en tres 
grupos. Por un lado tenemos a las diatomeas (Chaetoceros y Skeletonema) 
con unos valores de 2,6 y 1,9 respectivamente; en Monochrysis e Isochrysis 
la relación es de 3,0 y 4,1 y por último, en Tetraselmis la relación alcanza el 
valor más alto (7,5).  
 
  En consecuencia, las especies de fitoplancton que mayor cantidad de 
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  1.3.2.- Calidad de las dietas microalgales empleadas en los 
cultivos larvarios estudiados 
 
  Al plantearnos una alimentación adecuada para el cultivo de almeja 
babosa y de otras especies en el criadero, primero consideramos que las 
microalgas no deben ser tóxicas, deben tener una talla apropiada para ser 
ingeridas, una pared celular digerible y así, ser asimilables sus consti-
tuyentes bioquímicos. Si una microalga es ingerible y digerible, su valor 
nutricional dependerá de su composición bioquímica (Webb y Chu, 1983). 
 
  Por otro lado, consideramos que en la composición bioquímica hay 
que tener en cuenta distintos constituyentes, relacionándolos siempre con 
los conocimientos sobre los requerimientos nutritivos de las distintas 
especies a cultivar.  
 
  En lo que se refiere a las proteínas, las larvas de molusco requieren 
entre un 30 y un 60 % (en peso seco) de proteína en su dieta microalgal 
para obtener buenos crecimientos (De Pauw y Persoone, 1988).  
 
  Los lípidos de la dieta constituyen las fuentes de energía metabólica 
y de metabolitos específicos que son esenciales para el crecimiento de los 
animales. Así Langdon y Waldock (1981) ya indicaban la esencialidad de los 
ácidos grasos poliinsaturados ω3 especialmente el EPA y DHA en el cultivo 
de semilla de moluscos bivalvos y por lo tanto, la importancia de su 
presencia en la dieta. 
 
  En la Tabla XI se muestran las dos dietas aplicadas (ya descritas en 
el capítulo de Material y Métodos). A los cultivos, cuyas puestas fueron en el 
año 2000 y 2001, se les proporcionó una mezcla de especies distinta a lo 
largo del desarrollo. Hasta los 13 días se adicionan Monochrysis e Isochrysis 
y a partir de aquí, se proporcionó también Chaetoceros y Skeletonema 
(Dieta 1).  
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  Pero, los desarrollos de las puestas de los años 2002 y 2003, 
siempre fueron alimentados con la misma mezcla de Monochrysis, 
Isochrysis, Chaetoceros y Tetraselmis (Dieta 2). 
 
  Tabla XI: Mezcla de especies en las dos dietas (D1 y D2) aplicadas a los cuatro 
cultivos objeto de estudio. 
 
 
 Hv Lv D 7 Días 
 
 
15 Días 22 Días 
Especies  Mn, Ig  Mn, Ig, Cht, Sk 
D1: 2000 y 2001 
*Equivalentes  40   50  
        
Especies  Mn, Ig, Cht, Ts** 
D2: 2002 y 2003 
*Equivalentes  40 60  70 120 
 
       
*Equivalentes: número de células por μL de volumen del cultivo. 
**1 cél de Ts igual a 10 cél de Ig. 
 
  Aumentamos las dosis a razón de la demanda de los cultivos y de 
los crecimientos. Se observa que los desarrollos con buenos resultados 
requieren más cantidad de fitoplancton (D2: 40-120 equivalentes), pero los 
de malos crecimientos no aumenta (D1: 40-50 equivalentes). 
 
  En la Figura 17 se representa la cantidad de células de fitoplancton 
aportado por individuo alimentado a lo largo de los cultivos.  
 
  Fig. 17: Curvas de los crecimientos medios de los cuatro cultivos estudiados, 
(expresados en longitud, en μm de las larvas) en función de las microalgas aportadas por 
larva alimentada (representados en diagrama de barras, en cél/indiv) con la Dieta 1 y la 
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  Los cultivos con crecimiento rápido tienen un aporte de células, en 
un primer momento, más bajo que los de crecimiento lento (2.073 cél/larva 
frente a 6.144), al haber un mayor número de individuos por tanque de 
cultivo. Sin embargo, al final del desarrollo la cantidad de células es mayor 
(29.717 frente a 15.417 cél/larva), lo que significa que se proporciona el 
doble de ración por individuo cultivado en los desarrollos buenos. 
 
  1.3.2.1- Composición en proteínas y su relación con el crecimiento 
observado en los cultivos buenos y malos 
 
  La Figura 18 representa la evolución de las proteínas en las dos 
dietas (D1 y D2) suministradas a los individuos (ng/individuo) de los dos 
tipos de desarrollos analizados, comparando su aporte con las curvas de 
crecimiento obtenidas.  
 
   Fig. 18: Evolución de la cantidad de proteínas aportada por larva alimentada 
(expresado en ng/indiv) en las dos dietas (D1 y D2) suministradas a los dos tipos de 
desarrollos estudiados y su relación con las curvas de crecimiento observadas (expresado en 
longitud, en μm). 
 
  Al inicio, la cantidad de proteína por individuo alimentado también 
es mayor en los cultivos de crecimiento lento. Pero, a partir de los 15 días, 
en los desarrollos buenos las proteínas aumentan (Dieta 2), puesto que se 
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también. Pasamos inicialmente de 27,9 ng/indiv a 399,7 ng/indiv a los 22 
días del cultivo. 
 
  Para los individuos con un menor crecimiento, el aporte dietético de 
proteínas (Dieta 1) no aumenta excesivamente puesto que no es necesario 
el aumento de la cantidad de alimento y, por otro lado, la adición a los 15 
días de las otras dos especies de diatomeas, no van a influir de forma 
definitiva a ese mínimo incremento (inicialmente empezamos con 81,3 ng 
proteína/indiv, pasando a 188,7 ng/indiv a los 22 días). 
 
  La cantidad de proteinas por individuo alimentado es aproxima-
damente el doble (399,7 frente a 188,7) para los cultivos con crecimientos 
rápidos, lo cual parece indicar que el contenido en este componente 
bioquímico está directamente relacionado con la ración suministrada (nº 
células por individuo) y con el crecimiento observado. 
 
  1.3.2.2.- Composición en ácidos grasos y su relación con el creci-
miento observado en los cultivos buenos y malos  
 
  Al analizar las dietas utilizadas en estos cuatro desarrollos larvarios 
estudiados, también encontramos diferencias en la composición minoritaria 
de ácidos grasos debido a la distinta ración aportada, así como a las 
distintas especies de fitoplancton empleadas. 
 
  Los datos porcentuales de los principales ácidos grasos que 
incorporan las dietas (D1 y D2), así como las familias de saturados, mono-












RESULTADOS Y  DISCUSIÓN  
 - 105 - 
 Tabla XII: Porcentajes de las familias de ácidos grasos saturados, monoinsaturados y 
poliinsaturados y principales ácidos grasos de las dietas utilizadas a lo largo de los 
desarrollos larvarios (Dieta 1 y Dieta 2). Los datos se expresan en %. 
 
  Vemos que en la dieta 2, dada a las puestas del 2002 y 2003 con 
buenos resultados de crecimiento (1, 2), los porcentajes de las familias de 
ácidos grasos (SAFAs, MUFAs y PUFAs), son siempre constantes: 37,0 %, 
25,4 % y 37,6 %, respectivamente.  
                                            
  Pero en las puestas del 2000 y 2001 que dieron malos desarrollos 
(3, 4), las proporciones de SAFAs, MUFAs y PUFAs de su dieta 1, varían a lo 
largo de los cultivos. Hasta los 15 días, tenemos valores de 30,3 % de 
SAFAs, 18,2 % de MUFAs y 51,5 % de PUFAs que aumentan en el caso de 
los saturados y monoinsaturados (38,0 y 27,4 %) pero disminuyen en los 
poliinsaturados (34,6 %).      
 
  % 
  
 
D2: Puestas 2002-2003                   
DESARROLLOS BUENOS (1,2)  
D1: Puestas 2000-2001                   
DESARROLLOS MALOS (3,4) 
Ác Grasos  Hv Lv D-22 D   Hv Lv D-6 D 15 D-22 D 
14:0  24,3   19,7 26,1 
16:0  11,6   10,2 10,8 
18:0  1,1   0,4 1,1 
16:1(n-7)  17,5   5,9 20,2 
18:1(n-9)  6,2   10,5 5,7 
18:2(n-6)  4,8   8,8 4,6 
18:3(n-3)  6,1   11,0 5,1 
18:4(n-3)  8,3   15,5 7,4 
20:4(n-6)  1,9   0,0 1,8 
20:5(n-3)  7,5   0,6 6,8 
22:6(n-3)  6,7   12,6 6,6 
 
SATURADOS  37,0   30,3 38,0 
MONOINSAT.  25,4   18,2 27,4 
POLIINSAT.  37,6   51,5 34,6 
 
Tot. (n-6)  8,7   11,6 8,5 
Tot. (n-3)   28,9     39,9 26,1 
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  Los resultados muestran una marcada diferencia en las relaciones 
SAFAs/PUFAs entre las dos dietas analizadas. Así, a los cultivos con buenos 
desarrollos larvarios se les suministraron equilibradamente ácidos grasos 
saturados y poliinsaturados (relación 1:1). Sin embargo en el alimento 
aportado a los cultivos con crecimiento más lento, existe una gran 
diferencia entre los PUFAs y SAFAs al inicio del cultivo, lo que conlleva a 
obtener una relación de 1,5:1. 
 
  En la Tabla XIII se muestran las cantidades, en ng por individuo 
alimentado de estos ácidos grasos y de los más importantes en los distintos 
desarrollos. 
 
 Tabla XIII: Composición de las familias de ácidos grasos saturados, monoinsaturados 
y poliinsaturados y principales ácidos grasos de las dietas (D1 y D2) utilizadas a lo largo de 
los desarrollos larvarios. Los datos se expresan en ng/indiv.  
 
  ng/individuo 
  
 
D2: Puestas 2002-2003                   
DESARROLLOS BUENOS (1,2)  
D1: Puestas 2000-2001                   
DESARROLLOS MALOS (3,4) 
 Hv Lv D 7-8 D 15 D 18-22 D   Hv Lv D 6 D 15 D 18-22 D 
Nº Equivalentes  40 60 70 120   40 40 50 50 
  1:1:1:1 1:1:1:1 1:1:1:1 1:1:1:1   1:1 1:1 1:1:1:1 1:1:1:1 
Ác Grasos             
14:0  1,370 3,365 6,804 19,642   2,410 2,741 6,409 8,832 
16:0  0,653 1,604 3,243 9,363   1,244 1,414 2,659 3,665 
18:0  0,061 0,149 0,301 0,869   0,055 0,063 0,267 0,367 
16:1(n-7)  0,986 2,421 4,895 14,131   0,722 0,821 4,972 6,853 
18:1(n-9)  0,351 0,863 1,745 5,038   1,286 1,462 1,409 1,941 
18:2(n-6)  0,269 0,660 1,335 3,853   1,075 1,222 1,136 1,566 
18:3(n-3)  0,346 0,851 1,720 4,965   1,342 1,525 1,246 1,717 
18:4(n-3)  0,465 1,142 2,309 6,665   1,897 2,157 1,815 2,501 
20:4(n-6)  0,106 0,260 0,525 1,515   0,005 0,006 0,438 0,603 
20:5(n-3)  0,420 1,033 2,088 6,029   0,077 0,088 1,678 2,312 
22:6(n-3)  0,375 0,920 1,861 5,373   1,546 1,758 1,632 2,249 
            
SATURADOS  2,084 5,118 10,348 29,874   3,709 4,217 9,334 12,864 
MONOINSAT.  1,432 3,518 7,112 20,532   2,222 2,526 6,740 9,289 
POLIINSAT.  2,115 5,195 10,503 30,321   6,296 7,159 8,510 11,728 
            
Tot. (n-6)  0,488 1,199 2,424 6,999   1,422 1,616 2,095 2,887 
Tot. (n-3)  1,627 3,996 8,079 23,322   4,874 5,542 6,415 8,840 
            
(n-3)/(n-6)  3,3   3,4 3,1 
            
TOTAL   5,630 13,830 27,964 80,727     12,226 13,902 24,584 33,881 
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  En la Figura 19 aparecen representados los ng aportados de ácidos 
grasos ω3, ω6 y de 18:2(n-6) por cada individuo alimentado. También se 
expresa la relación (n-3)/(n-6). 
 Fig. 19: Representación de los ng/individuo del ácido graso 18:2(n-6) y para el total 
de ácidos grasos de la serie ω3 y ω6 en las dietas (D1 y D2) utilizadas en la alimentación a 
lo largo de los desarrollos larvarios. Representación de las relaciones ω3/ω6. 
 
  Al analizar los datos del total de nanogramos aportados por larvas 
en las dietas, vemos que en los cultivos calificados como buenos (Dieta 2), 
se aumenta su cantidad desde el inicio al final del desarrollo larvario 14,4 
veces. Sin embargo en la Dieta 1, solo aumenta 2,8 veces, lo que lleva a 
pensar que, de nuevo la ración (número de células de fitoplancton por 
individuo), va a estar implicada en esta diferencia puesto que vuelve a ser 
el doble. 
 
  Los datos muestran que en los cultivos con buenos resultados, las 
variaciones de las cantidades de ng suministrados, tanto de los ácidos 
grasos de las series ω3 y ω6 como del 18:2(n-6), son graduales debido a 
que se aumenta la ración de alimento (equivalentes) según la demanda del 
cultivo (crecimientos), pero manteniendo las mismas especies de fitoplanc-
ton. Los ng/indiv aportados de ω3 varían desde 1,6 hasta 23,3; los 
aportados de ω6 fueron de 0,5 a 7,0 y los del 18:2(n-6) de 0,3 a 3,9. Esto 


























Puestas 2002 y 2003               
DESARROLLOS BUENOS 
(1,2)
Puestas 2000 y 2001    
DESARROLLOS MALOS 
(3,4)
Tot. (n-3) Tot. (n-6)
(n-3)/(n-6) 18:2(n-6)
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  Los desarrollos malos presentan valores, hasta los 15 días de cultivo, 
de 4,9-6,4 ng/indiv de ω3 frente a 1,4-2,1 ng de ω6. A partir de este 
momento, las cantidades aumentan hasta 8,8 de ω3 y 2,9 de ω6. El 18:2(n-
6) es adicionado a cada individuo en una cantidad casi constante de 1,1-1,6 
ng. Esto representa, en la relación (n-3)/(n-6), un valor de 3,4 hasta los 15 
días que desciende a 3,1. En este caso, las diferencias encontradas a lo 
largo de los cultivos, dependen más de las distintas especies incorporadas a 
la dieta a partir del día 15, al incrementarse poco la ración. Pasamos de 40 
a 50 equivalentes en la dieta mala (25 % aumento), mientras que en la 
dieta buena se pasa de 40 a 70 equivalentes (multiplicamos por más de 1,8 
la ración, 75 % de aumento). 
 
  Dependiendo de las especies de fitoplancton utilizadas, tenemos una 
composición en ácidos grasos totales y una relación de ω3/ω6 diferente que 
va a afectar a los resultados obtenidos en los cultivos estudiados, como 
veremos posteriormente. 
 
 Podría haber una relación positiva entre los cultivos mejores y la 
relación equilibrada entre SAFAs y PUFAs (1:1). También el aumento en el  
aporte de 18:2(n-6) puede favorecer al éxito de los cultivos.  
 
 Por otra parte, observamos que un exceso de PUFAs (n-3) en la dieta 
que alteren la relación ω3/ω6, podrían tener un efecto negativo en los 
cultivos a dos niveles. En un primer momento, su exceso en las reservas 
vitelinas de los ovocitos, por la alimentación dada a los progenitores, podría 
inhibir y retardar los procesos lipogénicos responsables de la formación de 
biomembranas (Clarke, 2001). En un segundo término, por la alimentación 
suministrada durante el desarrollo larvario. 
 
  Sin embargo, lo que más va a alterar la calidad nutricional de las 
dietas, tanto en su aporte de proteínas como de ácidos grasos, va a ser la 
ración por individuo de la misma. Así, en los cultivos buenos el número de 
células de microalgas por individuo alimentado va incrementándose 
satisfactoriamente a lo largo de los desarrollos, lo que provoca una mejor 
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metamorfosis y observándose una mayor tasa de crecimiento larvario.
   
 2.- EVOLUCIÓN EN LA COMPOSICIÓN DE ÁCIDOS GRASOS DE 
LOS CULTIVOS LARVARIOS ESTUDIADOS 
 
 2.1.- Datos biométricos y de ácidos grasos en las etapas a 
analizar 
 
  Los datos de la composición en ácidos grasos de almeja babosa, en 
las fracciones de lípidos polares y neutros, de las distintas etapas de sus 
desarrollos larvarios (ovocitos, larvas D, larvas veliger y postlarvas) se 
muestran en el Apéndice. 
 
  Asimismo, se exponen los datos de vieira recogidos de la Tesis 
doctoral de Soudant (1995). En las Tablas que presentamos en el Apéndice 
no se contabilizan los plasmalógenos y sólo se tienen en cuenta los ácidos 
grasos mayoritarios, para hacer su comparativa con los ácidos grasos 
mayoritarios presentes en almejas. 
 
 1.- Almeja babosa 
 Ovocito    Apéndice Tablas: XXXVIII-XLI 
 Larva D    Apéndice Tablas: XLII-XLV 
 Larva veliger temprana  Apéndice Tablas: XLVI-XLIX 
 Larva pediveliger   Apéndice Tablas: L-LIII 
 Postlarva    Apéndice Tablas: LIV-LV 
 
 2.- Vieira    Apéndice Tablas:  LVI-LVII 
 
  En la Tabla XIV, se muestran los datos medios biométricos y de 
ácidos grasos correspondientes a los ovocitos, larvas D, larvas veliger, 
pediveliger y postlarvas de los cultivos de las dos especies comparadas, 
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  Tabla XIV: Datos medios de tamaños (µm), pesos secos (ng), cantidad de ácidos 
grasos totales (ng) y de lípidos polares y neutros (ng y porcentajes) obtenidos en los 
ovocitos, larvas D, larvas veliger, larvas pediveliger y postlarvas de los cuatro cultivos de 
Venerupis pullastra analizados y el de Pecten maximus (Soudant, 1995), utilizados para 
comparar cultivos de bivalvos marinos. 
 
    V. pullastra  
    C. Bueno 1  C. Mejor 2 
 
  C. Peor 3 
 
C. Malo 4  
P. maximus 
 Días 0  0  0  0  0 
 Talla (µm) 76  76  79  72  69-72 
 Peso seco (ng) 28,07  47,62  26,76  5,09   
 ng AGTs LP 0,793  0,841  0,998  0,311  1,142 
 ng AGTs LN 1,983  1,810  2,785  0,353  4,638 
 Tot. AG 2,776  2,651  3,783  0,664  5,780 







% LP 28,6  31,7  26,4  46,8  21,89   
Días 2  2  2  2  2 
Talla (µm) 115  115  116  109  107 
Peso seco (ng) 75,14  131,20    55,97   
ng AGTs LP 0,862  1,714    1,442  1,517 
ng AGTs LN 2,161  2,099    0,786  3,263 
Tot. AG 3,023  3,813    2,228  4,780 



















% LP 28,5  45,0    64,7  34,59 
  
Días 7  8  6    5 9 
Talla (µm) 152  152  148    120 135 
Peso seco (ng) 528,92  999,59  322,15      
ng AGTs LP 2,946  4,935  1,481    1,143 2,644 
ng AGTs LN 2,531  7,088  2,562    0,603 3,668 
Tot. AG 5,477  12,023  4,043    1,746 6,312 



































% LP 53,8  41,0  36,6    70,28 45,18   
 Días 15  15  22  18  19 
 Talla (µm) 238  254  234  230  195 
 Peso seco (ng) 1630  3020  2290  2070   
 ng AGTs LP 8,333  20,641  21,287  19,175  4,932 
 ng AGTs LN 5,555  14,385  66,658  10,633  15,648 
 Tot. AG 13,888  35,026  87,945  29,808  20,580 












% LP 60,0  58,9  24,2  64,3  27,31   
 Días 28  22      23 
 Talla (µm) 534  461      215 
 Peso seco (ng) 9750  10080       
 ng AGTs LP 15,631  50,935      5,426 
 ng AGTs LN 13,141  23,293      16,102 
 Tot. AG 28,772  74,228      21,528 





















% LP 54,3  68,6      27,31 
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 2.2.- Estadío de vida lecitotrófica. Paso de ovocitos fecunda-
dos a larva D 
 
  La calidad del ovocito va a ser determinante en el paso a larva D, al 
ser un período de vida lecitotrófica. 
 
  Nuestros resultados referidos a los ovocitos fecundados de almeja 
babosa, Venerupis pullastra, y concretamente a su fracción de lípidos 
neutros o de reserva, muestran una relación positiva entre un ovocito que 
origina un buen desarrollo larvario y su contenido en 18:2(n-6). 
 
  Así el cultivo mejor y el cultivo bueno, tienen un contenido en ácido 
linoleico de 0,204 y 0,218 ng/ovocito, respectivamente (Tabla XL del Apén-
dice), constituyendo aproximadamente el 11 % del total de ácidos grasos 
presentes en esta fracción. 
 
  Paralelamente, observamos una relación negativa en el caso 
inverso. El cultivo peor y el cultivo malo, tienen 0,043 y 0,016 ng/ovocito, 
respectivamente (Tabla XLI del Apéndice) representando, en este caso, el 
1,5 y el 4,5 % de AGTs en ambos cultivos. 
 
  Para el 18:3(n-3), nuestros resultados no evidencian que su 
almacenamiento en lípidos de reserva ovocitarios se traduzca en una 
mejora en el desarrollo larvario (ver Tablas XL y XLI del Apéndice). Su 
contenido es de tan sólo 0,038 ng y 0,033 ng/ovocito en los cultivos buenos 
(1,8 y 1,9 % de los AGTs en lípidos neutros), mientras que en el cultivo 
peor su contenido es de 0,052 ng/ovocito (1,9 % de los AGTs) y de sólo 
0,004 ng/ovocito en el cultivo malo (1,0 %). 
 
  Esto puede ser debido a que en el medio marino las fuentes alimen-
ticias son más ricas en ácidos grasos ω3 que en ácidos grasos ω6 (Tabla X) 
siendo el contenido de estos últimos en lípidos de reserva, más influenciable 
por posibles déficits nutricionales. 
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  La relación ω3/ω6, en lípidos de reserva de los cultivos bueno y 
mejor, es de 1,6. Se almacenan entre 0,505 y 0,525 ng/ovocito de (n-3) 
totales y entre 0,324 y 0,323 ng/ovocito de (n-6). 
 
  En el cultivo malo la relación sube a 3,3 almacenándose en este 
caso menor cantidad de ambas series [0,104 ng/ovocito para (n-3) por tan 
sólo 0,032 ng/ovocito en (n-6)]. Aquí, la limitación en el almacenamiento de 
ácidos grasos ω6, se ve compensada parcialmente por una limitación similar 
en el almacenamiento de los ω3.  
 
  En el cultivo peor la relación sube hasta 6,6 (4 veces más que en los 
cultivos buenos) debido a que disminuye a la mitad aproximadamente, la 
cantidad de totales (n-6) en los cultivos buenos (0,164 ng/ovocito) y se 
duplica la cantidad de totales (n-3) en los cultivos buenos (1,080 
ng/ovocito). Aquí se produce un doble efecto, el primero debido a un 
almacenamiento bajo en ácidos grasos ω6 [fundamentalmente el 18:2(n-6)] 
y el otro, el almacenamiento en lípidos de reserva de ácidos grasos ω3 
(principalmente de EPA y DHA) debido a un exceso en la dieta. En la 
evolución de éste cultivo larvario parece influir, en mayor grado, el segundo 
efecto. 
 
  La bibliografía indica que un exceso en la dieta de PUFAs y, 
particularmente de la serie ω3, provoca una regulación de la expresión de 
genes implicados en procesos lipolíticos (activando enzimas implicadas en la 
β-oxidación), así como una inhibición en la transcripción de genes 
implicados en procesos lipogénicos (Clarke, 2001). 
 
  Dietas ricas en PUFAs (n-3) suprimen la expresión de enzimas tales 
como la ACC (acetil-CoA carboxilasa), la FAS (ácido graso sintetasa) y la 
SCD (estearoil-CoA desaturasa), monoinsaturados de las series ω7 [16:1(n-
7)] y ω9 [18:1(n-9)] (Jump y Clarke, 1999; Duplus y col., 2000; Sessler y 
Ntambi, 1998), también afectan a la expresión de las Δ6D y Δ5D (Δ6 y Δ5 
desaturasas) implicadas en la biosíntesis de PUFAs de las series ω3 y ω6 
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  Todos estos efectos inciden negativamente en los procesos 
lipogénicos, en la formación de biomembranas y por tanto, en el creci-
miento larvario, pudiendo ser responsables del mal comportamiento de los 
ovocitos del cultivo 3 que acumulan muchos ω3 en sus reservas lipídicas. 
 
  Comparando los datos obtenidos para ovocitos y larvas de almeja 
babosa (V. pullastra) con los de vieira procedentes de la Tesis Doctoral 
presentada por Philippe Soudant (1995), podemos ver similitudes o dife-
rencias de estrategias durante las distintas etapas del desarrollo larvario en 
ambas especies. 
 
  Nuestros datos sobre Venerupis pullastra proceden de los resultados 
obtenidos en tres cultivos de almeja: cultivo mejor y cultivo bueno y cultivo 
malo.  
 
  En la Tabla XV se muestra la evolución de los ácidos grasos 
mayoritarios en la fracción de lípidos polares (estructurales) y su incre-
mento total obtenido en el período de ovocito fecundado a larva D en 
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  Tabla XV: Evolución de los ácidos grasos en lípidos de membrana (LP) en ausencia 
de alimento exógeno: En la almeja, se muestra la evolución de 3 cultivos desde ovocito a 
larva D. En vieira la evolución es desde ovocito a larva D y de larva D a larva de 5 días (fase 
mixotrófica). Los datos se expresan en ng ó pg/48 horas en la transformación de ovocito a 
larva D para las dos especies y en ng ó pg/día en la etapa mixotrófica de vieira. 
 


















Lv 5 Días 
 
(F. Mixotrófica) 





















Lv 5 Días 
Δ Total 873 pg 69 pg 1.131 pg 375 pg -124 pg 
      
Ganancia AGTs 894 pg 142 pg 1131 pg 375 pg 6 pg 
Pérdida AGTs -21 pg -73 pg --- --- -130 pg 




































































  Nuestros resultados muestran un aumento de ácidos grasos en 
lípidos polares (lípidos de membrana o estructurales), confirmando los 
procesos biosintéticos que permiten transformar el ovocito en larva D (V. 
pullastra). 
 
  En la vieira también se observa un aumento en AGTs en la fracción 
de lípidos polares, en el paso de ovocito a larva D, lo que corrobora los pro-
cesos biosintéticos y de reestructuración de membranas.   
 
 La evolución de los ácidos grasos mayoritarios en la fracción de 
lípidos neutros (reservas) así como el incremento total obtenido en el mis-
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  Tabla XVI: Evolución de los ácidos grasos en lípidos de reserva (LN) en ausencia de 
alimento exógeno: En la almeja, se muestra la evolución de 3 cultivos desde ovocito a larva 
D. En vieira la evolución es desde ovocito a larva D y de larva D a larva de 5 días (fase 
mixotrófica). Los datos se expresan en ng ó pg/48 horas en la transformación de ovocito a 
larva D para las dos especies y en ng ó pg/día en la etapa mixotrófica de vieira. 
 


















Lv 5 Días 
 
(F. Mixotrófica) 





















Lv 5 Días 
Δ Total 289 pg 78 pg 433 pg -1.375 pg -887 pg 
      
Ganancia AGTs 437 pg 191 pg 436 pg 11 pg 1 pg 
Pérdida AGTs -148 pg -113 pg -3 pg -1.386 pg -888 pg 





















   -152 pg 
(-11,0 %) 












Δ 14:0     -60 pg (-6,8 %) 




































  Sin embargo, la estrategia que siguen para completar este período 
parece ser distinta tanto en la vieira como en la almeja babosa. Así en la 
vieira, claramente se lleva a cabo a partir de los ácidos grasos presentes en 
los lípidos neutros o de reserva (consumo de 1.386 pg/larva D). En cambio, 
en la almeja babosa los resultados muestran un incremento neto en los 
ácidos grasos totales en la fracción de lípidos de reserva (acúmulo entre 78 
y 433 pg/larva D, según el cultivo). 
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  2.2.1.- Estrategia en almeja babosa (Venerupis pullastra) 
 
  Los resultados muestran que para realizar correctamente el paso de 
ovocito a larva D, V. pullastra requiere un mayor incremento de los 
siguientes ácidos grasos en lípidos polares: 
 
• Ácido palmítico, 16:0 
• Ácido docosahexaenoico, 22:6(n-3) 
• Ácido esteárico, 18:0 y 
• Ácido oleico, 18:1(n-9) 
 
  Estos 4 ácidos grasos representan entre el 59,9 % y el 63,4 % de 
los AGTs que se incorporan en las membranas en el paso de ovocito a larva 
D, cuando en el proceso hay una ganancia clara en ácidos grasos de la 
fracción de lípidos de membrana (873 pg/48 horas en el cultivo mejor y 
1.131 pg/48 horas cultivo malo). Su porcentaje disminuye al 38,4 %, 
cuando en el proceso hay un incremento pequeño en los ácidos grasos de 
dicha fracción (94 pg/48 horas en el cultivo bueno). 
 
  De estos 4 ácidos grasos, tres se encuentran en el eje principal que 
conecta las rutas biosintéticas de las cuatro series mayoritarias en los 
lípidos de membrana: ω3, ω6, ω9 y ω7 (Figura 20). 
 
  Un incremento en estos tres ácidos grasos podría estar relacionado 
con la fluidez de las rutas biosintéticas que implican la transformación de 
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  Fig. 20: Diagrama de los ácidos grasos precursores de las series más importantes 
en membranas de larvas de bivalvos marinos. En negrita tres de los cuatro ácidos grasos que 
más aumentan en el paso de ovocito fecundado a larva D. 
   
  Con respecto al otro ácido graso que más aumenta (157 pg/48 
horas), el DHA, parece tener un papel importante en el cambio de ovocito a 
larva D, estando relacionada su evolución positiva con la disminución del 
EPA (90 pg/48 horas) en lípidos neutros del cultivo mejor para la almeja 
babosa. 
 
  Es probable que dentro de los lípidos de membrana en este período 
sean importantes el 16:0 en posición sn-1 y el 22:6(n-3) en posición sn-2 
del glicerol, constituyendo la base para la construcción de los fosfolípidos de 
membrana más representativos en la estructura de una larva D. 
 
  El balance global, en la almeja babosa y para el paso de ovocito fe-
cundado a larva D, es de acumular AGTs en lípidos de reserva, indistin-
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  2.2.1.1.- Capacidad de biosíntesis de ácidos grasos en la fase de 
vida lecitotrófica 
 
  Los resultados en las Tablas XV y XVI para V. pullastra en los 
distintos cultivos, muestran que en las reservas vitelinas y en ausencia del 
aporte de nutrientes vía alimentación, se incrementa el contenido de 16:0 y 
18:0; ácidos grasos necesarios en la construcción de membranas y que 
aparecen con un alto contenido en lípidos polares. 
 
  El incremento neto observado en los AGTs de la fracción de lípidos 
neutros, es soportado principalmente por el ácido palmítico (16:0), que 
juega un claro papel estructural, aumentando su contenido en la fracción de 
lípidos polares, conforme más aumenta su contenido en la fracción de 
lípidos neutros. 
 
  Sin embargo en los PUFAs, y en la fracción de lípidos neutros se 
observa un descenso en los niveles de EFAs 18:2(n-6), principalmente y de 
HUFAs (EPA y, en menor medida, DHA) en el cultivo mejor. 
 
  Por lo tanto, los datos parecen indicar que en esta especie, las 
reservas en lípidos neutros no soportan exclusivamente el paso a larva D, 
estando activada la ruta de biosíntesis de ácidos grasos a este nivel, 
produciéndose ácido palmítico a partir de precursores sencillos, tipo acetil-
CoA procedentes del catabolismo de otras macromoléculas presentes en el 
vitelo (p. ej. hidratos de carbono-glucosa-acetil-CoA o proteínas-aminoáci-
dos-acetil-CoA). 
 
  Según referencias mencionadas en la Introducción, existe la 
posibilidad de inhibir la lipogénesis “de novo”, siendo las concentraciones de 
la ácido graso sintetasa (con papel clave en este proceso) muy sensible a 
parámetros nutricionales y hormonales en tejidos lipogénicos, tales como el 
hígado y tejido adiposo en mamíferos (Wakil y col., 1983;  Hillgartner y 
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  Si tal como parece, existe una actividad lipogénica en las reservas 
vitelinas del ovocito fecundado, esta puede verse afectada tanto por 
factores hormonales como nutricionales y en este caso, verse alterada por 
dietas que provoquen un excesivo acúmulo de PUFAs (n-3). 
 
  Esta hipótesis sería aplicable al cultivo peor donde los ovocitos 
presentan una relación (n-3)/(n-6) muy alta (6,6 frente a 1,6 en cultivos 1 
y 2), duplicando el contenido en PUFAs (n-3) de los cultivos buenos 1 y 2 
(1,080 frente 0,505 y 0,525 ng/ovocito, respectivamente). 
 
  Esto repercutiría en la actividad lipogénica, provocando una inhibi-
ción en la formación de biomembranas y lógicamente, en la tasa de creci-
miento del cultivo 3. 
 
  2.2.1.2.- Capacidad de bioconversión de ácidos grasos en la fase de 
vida lecitotrófica 
 
  En la evolución de ácidos grasos mayoritarios en ésta fase, tanto en 
la fracción de lípidos neutros como polares, observamos el aumento en dos 
ácidos grasos, los cuales sólo pueden proceder de las reservas acumuladas: 
 
    1.-Aumento del 22:5(n-3) en LN 
    2.-Aumento del 20:2(n-6) en LP 
 
 1.-“Se incrementa en los lípidos neutros el contenido en 22:5(n-3)” 
 
  La explicación se puede encontrar contestando a la pregunta: ¿De 
dónde procede el 22:6(n-3) que se incrementa en los lípidos polares 
(estructurales) en este período, denominado lecitotrófico o de no alimen-
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  La respuesta tiene tres posibles contestaciones: 
 
• Bien a partir de procesos de biotransformación dentro de la 
fracción de lípidos de membrana que llevan implícitos la desaparición de su 
posible precursor, p. ej.: 
              Δ4 desaturasa 
      [20:5(n-3)] membranas ↓           [22:6(n-3)] membranas ↑ 
 
• O bien a partir de la desaparición en los lípidos de reserva del 
ácido graso demandado (DHA) y su trasvase a membranas, p. ej.: 
 
      [22:6(n-3)] reservas ↓   [22:6(n-3)] membranas ↑ 
 
•  O de un posible precursor del mismo, el EPA: 
 
[20:5 (n-3)] reservas ↓   [22:6 (n-3)] reservas ↑ 
 
  La transformación de EPA en DHA parece no ocurrir de forma directa 
por la actuación de la supuesta delta 4-desaturasa y en nuestros datos no 
existe un descenso acusado en membranas de EPA para soportar el 
aumento observado en el DHA de membranas. 
 
  Por otro lado, el contenido en DHA en lípidos neutros no es sufi-
ciente para soportar el incremento del mismo en lípidos polares. 
 
  Sin embargo existen evidencias en hígado de rata del uso de la 
denominada vía de Sprecher, propuesta por Voss y col., (1991) y que 
conllevaría la biotransformación de EPA en DHA. La evidencia de su 
funcionamiento en invertebrados marinos debería estar condicionada a la 
presencia de alguno de los metabolitos de la ruta, en condiciones de no 
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 Los resultados obtenidos en almeja babosa del cultivo mejor, 
muestran un incremento en el contenido de 22:5(n-3) en lípidos de reserva, 
también observado en el cultivo malo y, en menor medida, en el cultivo 
bueno, metabolito intermediario en la vía de Sprecher. 
 
  Esto unido a la disminución del EPA en lípidos de reserva y al 
importante incremento de DHA en lípidos de membrana (sin un aporte 
externo), parece sugerir el funcionamiento de la vía Sprecher (ver el 
capítulo de Introducción) en las reversas vitelinas durante la embriogénesis 
y posterior paso a larva D. Este DHA formado por β-oxidación peroxisomal, 
junto con el que ya existe en esta fracción de lípidos neutros, se emplearía 
como sillar estructural en la biosíntesis de los fosfolípidos de membrana. 
 
  2.-“Se incrementa el contenido de 20:2(n-6) en lípidos polares, no 
habiendo el correspondiente gasto de este ácido graso en lípidos de reser-
va” 
 
  En este caso la pregunta a plantear es: ¿Adónde va el 18:2(n-6) 
acumulado en los lípidos neutros y que se consume en este período, deno-
minado lecitotrófico o de no alimentación exógena, tanto en el cultivo mejor 
de V. pullastra como en P. maximus? 
 
  En V. pullastra, sí se biosintetizan membranas en el paso de huevo a 
larva D. El precursor de la serie ω6, que sólo puede ser obtenido de las re-
servas, dará lugar a sus posibles productos. 
   
  Además de las rutas ω6Δ6 y ω3Δ6 vistas en la Introducción, también 
es posible biosintetizar 20:2(n-6), mediante la ruta metabólica ω6Δ8: 
 
          elong.            Δ8D       Δ5D 
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  Asimismo, existe una ruta equivalente que partiendo del otro EFA, 
18:3(n-3) da lugar al EPA, ruta metabólica ω3Δ8: 
 
          elong.            Δ8D       Δ5D 
   18:3(n-3)      20:3(n-3)        20:4(n-3)    20:5(n-3) o EPA 
 
  La funcionalidad de ambas rutas requiere en primer lugar, la ac-
tividad del gen C18-Δ9 ácido graso poliinsaturado con una específica 
actividad Δ9 elongasa (elonga del Δ9 hacia el grupo carboxilo), reconocido 
en Isochrysis galbana (Qi y col., 2002). 
 
  En segundo término es necesaria la actividad Δ8 desaturasa, ya 
descrita en el alga Euglena gracilis (Watts y Browse, 1999), capaz de 
generar un doble enlace en la posición Δ8, dando lugar al 20:3(n-6) en la 
serie ω6 y al 20:4(n-3) en la serie ω3. 
 
  Por último se requiere una actividad Δ5 desaturasa que origina ARA 
en la serie ω6 y EPA en la serie ω3, actividad descrita en diferentes 
organismos invertebrados como el gusano Caenorhabditis elegans (Watts y 
Browse, 1999); en vertebrados, caso de humanos, (Cho y col., 1999a; 
Leonard y col., 2000) y en el reino vegetal en la planta Mortierella alpina, 
(Michaelson y col., 1998). 
 
  La presencia de actividades elongasas y/o desaturasas en la almeja 
babosa (y por lo tanto la capacidad de bioconversión de los EFAs) podría 
rastrearse por el aumento sustancial de un metabolito de alguna de las 
rutas en la fracción de lípidos de membrana, siempre que ese aumento no 
sea consecuencia de un transvase del mismo procedente de las reservas 
neutras en las larvas. 
 
  Nuestros resultados muestran un aumento apreciable del 20:2(n-6) 
en lípidos polares (estructuras) en el paso de ovocito fecundado a larva D 
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  Este aumento no está ligado a un posible transvase del 20:2(n-6) 
presente en lípidos neutros (reservas), ni al aporte externo de alimento al 
ser un período de no alimentación exógena. 
 
  Los datos de la Tabla XVII nos indican la posible funcionalidad de la 
ruta metabólica ω6Δ8 en V. pullastra, obteniéndose el producto final de la 
ruta (ácido araquidónico) bien a partir del 20:2(n-6), procedente de la elon-
gación del ácido linoléico o bien, a partir de las reservas del mismo en 
lípidos neutros. 
 
  Tabla XVII: Porcentaje de elongación en el paso de 18:2(n-6) a 20:2(n-6) corres-
pondiente a la hipotética funcionalidad de la ruta metabólica ω6Δ8, para las dos especies 
comparadas de bivalvos en el paso de ovocito a Larva D. 
 
Ruta ω6 Δ8 V. pullastra P. maximus 
LÍPIDOS MEMBRANA 2 1 4  
Δ 18:2(n-6) 34 pg  12 pg 15 pg 7 pg 
Δ 20:2(n-6) 55 pg 15 pg 24 pg 4 pg 
% de elongación* 61,8 % 55,6 % 61,5 % 36,4 % 
* % elongación = (producto / (producto + sustrato) x 100). 
 
  El 20:2(n-6) en lípidos polares podría ser un buen marcador en el 
paso de ovocito fecundado a larva D en la almeja babosa, observándose 
una relación estrecha entre su incremento y el éxito del proceso. 
 
  En P. maximus la funcionalidad de la ruta es mucho menor incor-
porando ácido araquidónico en membranas a partir principalmente, del acu-
mulado en lípidos neutros.  
 
  Por otro lado, los datos de la Tabla XVIII nos indican la no presencia 
de metabolitos implicados en la ruta metabólica ω3Δ8, tanto en V. pullastra 
como en P. maximus. 
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  Tabla XVIII: Porcentaje de elongación en el paso de 18:3(n-3) a 20:3(n-3) corres-
pondiente a la hipotética funcionalidad de la ruta metabólica ω3Δ8, para las dos especies 
comparadas de bivalvos en el paso de ovocito a Larva D. 
 
Ruta ω3Δ8           V. pullastra P. maximus 
LÍPIDOS MEMBRANA 2 1 4  
Δ 18:3(n-3) 20 pg  -18 pg  23 pg  5 pg1 
Δ 20:3(n-3) --- ---  --- --- 
% de elongación* --- --- --- --- 
* % elongación = (producto / (producto + sustrato) x 100). 
 
  Esto estaría relacionado con la abundancia de ácidos grasos de la 
serie ω3 aportados en la alimentación y por lo tanto, acumulados en sus 
reservas neutras, y la nula necesidad de biotransformarlos a partir de su 
precursor 18:3(n-3). 
 
  La consecuencia lógica que se extrae de esta discusión es: 
 
   1.- La capacidad de biosíntesis de ácidos grasos saturados 
(16:0 y 18:0) y monoinsaturados [18:1(n-9)] en V. pullastra, al incremen-
tar su contenido, tanto en lípidos neutros como polares, en un período de 
no alimentación 
  
   2.- La capacidad de biotransformación de ácidos grasos de 
cadena larga y poliinsaturados que presenta V. pullastra, en el paso de ovo-
cito fecundado a larva D al incrementar ciertos ácidos grasos [22:5(n-3) y 
20:2(n-6)] en sus lípidos neutros y polares, respectivamente. Este aumento 
no está relacionado con el aporte externo de los mismos vía alimentación o 












RESULTADOS Y  DISCUSIÓN  
 - 125 - 
  2.2.2.- Estrategia en vieira (Pecten maximus) 
 
  P. maximus requiere incrementar los mismos ácidos grasos mayori-
tarios en membrana que V. pullastra, en el paso de ovocito fecundado a 
larva D (Tabla XV): 
 
• Ácido palmítico, 16:0 
• Ácido docosahexaenoico, 22:6(n-3) 
• Ácido esteárico, 18:0 
• Ácido oleico, 18:1(n-9) y en menor medida el 
• Ácido eicosapentaenoico, 20:5(n-3) 
 
  Los cinco ácidos grasos representan el 54,2 % del incremento de 
AGTs en lípidos de membrana, con un aumento de 375 pg/48 horas.  
 
  Esto nos indica la similitud de sillares estructurales implicados en la 
transformación y reestructuración de los lípidos de membrana en el paso de 
ovocito fecundado a larva D para estas dos especies de bivalvos. 
 
  El aumento de DHA en los lípidos estructurales (Tabla XV) se rela-
ciona, aunque no de forma cuantitativa, con el acusado descenso de EPA en 
los lípidos de reserva. Esto parece confirmar un papel energético primordial 
al EPA y un papel secundario como fuente de HUFAs en la construcción de 
lípidos de membrana en P. maximus. 
 
  Las necesidades de 16:0, 18:0 y en menor grado de 18:1(n-9) en 
lípidos polares, son satisfechas por las reservas de los mismos acumuladas 
en los lípidos neutros de ovocitos. 
 
  Los resultados en vieira y para ésta fase, muestran un claro consu-
mo de las reservas en lípidos neutros, con una pérdida de 1.375 pg de AGTs 
en dicha fracción lipídica, estrategia completamente diferente a la observa-
da en V. pullasta, donde se observa una actividad lipogénica, acumulándose 
ácidos grasos del tipo SAFAs y en menor medida MUFAs, consumiéndose  
sólo ciertos ácidos grasos poliinsaturados. 
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  Los ácidos grasos más implicados en este descenso en las reservas 
neutras de ovocitos a larvas D de vieira, son: 
 
• El EPA con un descenso de 340 pg 
• El 16:0 con una pérdida de 269 pg y 
• El 16:1(n-7) con descenso menor (152 pg) 
 
  La falta de actividad biosintética de ácidos grasos saturados y 
monoinsaturados en las reservas neutras de vieira durante su paso de 
ovocito a larva D, observada por la disminución constante de los mismos, 
mayoritariamente el 16:0, parece sugerir una nueva estrategia en la supe-
ración de este estadío. 
 
  La energía para los procesos biosintéticos en la formación de las 
biomembranas de la larva D parece recaer fundamentalmente sobre los 
ácidos grasos que, a mayor ritmo, desaparecen de las reservas neutras: 
16:0, EPA y 16:1(n-7).  
 
  El 16:0 y el EPA parecen tener dos papeles: uno energético, 
consumiéndose ambos para obtener energía necesaria en la construcción de 
biomembranas y otro, aportando estas moléculas como sillares estructu-
rales para la síntesis de los lípidos de membrana. 
 
  Por otro lado, la ausencia del 22:5(n-3) nos informa del nulo o bajo 
funcionamiento de la vía de Sprecher en el paso de ovocito a larva D en 
vieira, pudiendo estar implicada otra ruta como sería la biotransformación 
EPA en DHA mediante ciclo elongación-desaturación en donde intervienen la 
Δ4D. 
 
  El DHA almacenado en los lípidos de reserva tendría el papel prin-
cipal de soportar el incremento de DHA en membranas, mientras que el EPA 
tendría dos papeles, uno energético (mayoritario), y otro secundario, satis-
faciendo las necesidades de EPA en membranas y en menor medida de DHA 
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  El consumo preferencial del 20:5(n-3) en los lípidos neutros y de 
forma menos acusada, en los polares en el paso de ovocito fecundado a 
larva D, han sido ligados a un papel energético de este ácido graso en lar-
vas en ayuno de Pecten maximus (Delaunay, 1992) o durante la embrio-
génesis de Crassadoma gigantea (Whyte y col., 1990b). 
 
  Este consumo podría corresponderse bien a una eliminación de un 
exceso de este ácido graso, suministrado abundantemente por las diato-
meas en el medio natural, o bien a una necesidad fisiológica asociada a la 
etapa de embriogénesis (Soudant, 1995). 
 
  Nosotros nos inclinamos más a presuponer un papel ligado clara-
mente a la transformación de ovocito en larva D, que a su posible elimi-
nación por exceso del mismo en el medio natural. Así otras especies de 
bivalvos que pasan por el estadío de larva D, muestran un comportamiento 
similar consistente en perder EPA a costa de mantener el DHA. 
 
  La menor o mayor pérdida de EPA tendrá que ver con su uso como 
molécula sólo estructural o energética. 
 
  El ácido palmítico parece tener un papel energético para soportar los 
cambios fisiológicos de ovocito fecundado a larva D, así como el de servir de 
sillar estructural en los lípidos de membrana al aumentar su contenido en lí-
pidos polares. 
 
  El ácido palmitoléico jugaría más bien un papel energético al no ser 
cuantitativamente importante su presencia en lípidos polares. 
 
  Resumiendo y comparando estrategias en la transformación de ovo-
cito a larva D, podemos indicar que: 
 
   1.- En P. maximus tanto los sillares estructurales, como los 
combustibles para la transformación de las membranas del ovocito fecun-
dado a larva D, proceden mayoritariamente de sus reservas neutras 
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 2.- En V. pullastra, parecen gastarse únicamente PUFas de 
las reservas neutras, habiendo un incremento de SAFAs y MUFAs en dichas 
reservas, lo cual parece sugerir una biosíntesis “de novo” de ácidos grasos a 
partir de precursores no lipídicos 
 
 3.- En todo caso, los ácidos grasos más implicados en el 
proceso de transformación en los lípidos de membrana ovocitarios a sus 
equivalente en larva D, son los mismos para ambas especies: 16:0, DHA, 
18:0 y 18:1(n-9), siendo en un menor porcentaje específico el incremento 
de 20:2(n-6) en almeja y de EPA, en vieira. Esto induce a pensar en la si-
militud estructural, en términos lipídicos, para las larvas D de las dos 
especies 
   
 2.3.- Estadío de vida mixotrófica 
 
  En vieira, observamos un período de reestructuración tisular que va 
más allá de la formación de la larva D (Tablas XV y XVI). Existe claramente 
un gasto energético en lípidos de reserva hasta el día 5, siendo el 16:0 y el 
EPA los que más desaparecen (190 pg/día el ácido palmítico y 159 pg/día el 
acido eicosapentaenoico). 
 
  Aquí el EPA tendría un papel eminentemente energético al no 
observarse un incremento del mismo, o de sus posibles productos de me-
tabolización (DHA) en lípidos de membrana. Esto está en consonancia con la 
clara pérdida de AGTs en los lípidos de reserva para este período, sin su 
correspondiente transvase a AGTs en membranas. 
 
 Presumiblemente estas reservas lipídicas neutras son empleadas 
como fuente de aporte energético para los procesos biosintéticos y de 
reestructuración tisular, pudiendo ser más complejo en el caso de la vieira 
que en la almeja babosa, lo que se traduce en la aparición de este estado 
intermedio entre la formación de la larva D y la larva de 5 días. 
 
  Así entre larva D y larva de 5 días no se acumulan reservas en 
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trófica, todo lo que ingieran o tengan almacenado, lo emplearán o bien 
como sillar estructural en procesos biosintéticos, o como combustible para 
producción de energía química necesaria en los procesos biosintéticos. 
 
  Es a partir de la larva de 5 días cuando se comienza a acumular 
ácidos grasos en sus reservas lipídicas (almacenamiento), así como a incre-
mentar sus AGTs en lípidos de membrana (crecimiento), lo que evidencia 
una vida planctotrófica clara a partir de dicho día. 
 
  En Venerupis pullastra, y en todos los desarrollos larvarios buenos, 
se observa un acúmulo de AGTs en sus lípidos neutros a partir de la larva 
D. Esto parece indicar que en ésta especie, no existe un período mixotrófico 
claro. Es lo mismo que decir que la almeja babosa pasa de un metabolismo 
lecitotrófico a planctotrófico sin una etapa intermedia mixotrófica. 
 
  Esto produce una ralentización en el crecimiento del cultivo larvario 
de la vieira si lo comparamos con el de la almeja (Tabla XIV). Así entre los 
días 6 y 8 para los cultivos de almeja babosa estudiados, nos encontramos 
larvas con un tamaño entre 148 y 152 μm, mientras que entre los días 5 y 9 
del cultivo de la vieira, los tamaños larvarios están comprendidos entre 120 
y 135 μm, partiendo ambas especies de ovocitos de similar tamaño (70 
μm). 
 
 2.4.- Estadío de vida planctotrófica  
 
  2.4.1-  Comportamiento de la larva veliger temprana 
 
 Comparando nuestros datos durante el período de vida planctotrófico 
de las larvas de almeja babosa, con los obtenidos por Soudant, 1995 en la 
vieira, podemos describir estrategias de comportamiento de las dos 
especies durante etapas de su vida larvaria en función de los ácidos grasos 
que más se demandan en lípidos polares (membranas/crecimiento), o en 
lípidos neutros (reservas/almacenamiento) (Tablas XIX y XX). 
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  Para Venerupis pullastra, los resultados proceden de las Tablas XLII, 
XLIV, XLVI y XLVIII (Apéndice) correspondientes a los análisis de ácidos 
grasos en el período comprendido de larva D a larva veliger de 8 y 7 días 
para dos cultivos buenos estudiados: cultivo mejor y bueno. En el caso de 
Pecten maximus, al observarse un período mixotrófico, se toman los datos 
correspondientes al período comprendido entre larvas de 5 días y larvas de 
9 días (Tablas LVI y LVII del Apéndice). 
 
  La almeja babosa muestra, a partir de la larva D un comportamiento 
típico de una larva veliger, alimentándose del fitoplancton marino, etapa 
planctotrófica, no observándose un período mixotrófico claro. 
 
  Esta afirmación se sustenta por el incremento positivo en ácidos 
grasos polares y neutros observado en los dos cultivos buenos a partir del 
día 2. 
 
  En vieira, el período planctotrófico claro comienza a partir del día 5, 
habiendo previamente una etapa de reestructuración tisular caracterizada 
por una ausencia de crecimiento (descenso de AGTs en lípidos de membra-
na) y consumo energético (descenso de AGTs en los lípidos de reserva), co-
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  Tabla XIX: Evolución de los ácidos grasos por día en lípidos de membrana (LP) en 
presencia de alimento exógeno: De la larva D a larva veliger de 8 y de 7 días en Venerupis 
pullastra y de larva veliger de 5 días a larva pediveliger de 9 días en Pecten maximus.  
 








Lv 8 Días 
Larva D 
Lv 7 Días 
Larva D 
Lv 5 Días 
 
(F. Mixotrófica) 
Lv 5 Días 
Lv 9 Días 








Lv 5 Días 
ng AGTs LP  
4,935  
Lv 8 Días 
2,946  
Lv 7 Días 
1,143 
 Lv 5 Días 
2,644  
Lv 9 Días 
Δ Total 537 pg 417 pg -124 pg 375 pg 
     
Ganancia AGTs 538 pg  418 pg 6 pg  375 pg  
Pérdida AGTs -1 pg -1 pg -130 pg --- 













































∑ 5 AG (%) 61,6% 60,5% -74,7% 58,7% 
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  Tabla XX: Evolución de los ácidos grasos por día en lípidos de reserva (LN) en 
presencia de alimento exógeno: De larva D a larva veliger de 8 días y de 7 días en Venerupis  
pullastra y de larva veliger de 5 días a larva pediveliger de 9 días en Pecten maximus.  
 









Lv 8 Días 
Larva D 
Lv 7 Días 
Larva D 
Lv 5 Días 
 
(P. Mixotrófico) 
Lv 5 Días 
Lv 9 Días 








Lv 5 Días 
ng AGTs LN  
7,088 
Lv 8 Días 
2,531 
Lv 7 Días 
0,603 
Lv 5 Días 
3,668 
Lv 9 Días 
Δ Total 832 pg 94 pg -887 pg 766 pg 
     
Ganancia AGTs 832 pg 156 pg 1 pg 766 pg 
Pérdida AGTs --- -62 pg -888 pg --- 
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  2.4.1.1.- Estrategia en almeja babosa (Venerupis pullastra) 
 
  En el cultivo mejor el incremento en AGTs de membranas se 
produce a razón de 537 pg/día y de 417 pg/día en el cultivo bueno (Tabla 
XIX). 
 
  Esta diferencia se corresponde, a su vez, con un mejor acúmulo de 
AGTs en los lípidos de reserva en el cultivo mejor, incremento de 832 
pg/día, por tan sólo 94 pg/día en el bueno, que se traduce, en las 
diferencias en peso seco/larva, observado a lo largo de los cultivos. 
 
  Así una larva de 8 días del cultivo mejor, tiene un peso seco de 
aproximadamente el doble que una larva de 7 días del cultivo bueno (1.000 
μg frente a 529 μg para un tamaño de 152 µm). 
 
  Los datos obtenidos de la alimentación aportada a ambos cultivos en 
el período de tiempo analizado indican que, las diferencias de peso seco 
pueden deberse a la distinta ración aportada en ambos cultivos (Tabla XXI). 
 
  Tabla XXI: Cantidades de microalgas aportadas a los cultivos 1 y 2 en función del 
número de larvas presentes en los mismos, así como del día de cultivo. Los desfases (f: des-
fase entre los cultivos; F: desfase entre los días en un mismo cultivo) hacen referencia a las 
diferencias de ración por larva. 













1,7 veces más 






1,6 veces más 
cultivo mejor (2) 
Desfase  
F (Día) 
5,0 veces más 
día 15 




  El mejor crecimiento obtenido en el cultivo 2 se debe a una mayor 
ración de microalgas aportada por larva en el cultivo (1,7 veces más de 
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ración desde el comienzo del desarrollo larvario), lo que origina que las 
larvas del 8º día del cultivo 2, pesen casi el doble que las de 7º día del 
cultivo 1.   
 
 El mejor crecimiento correspondiente al cultivo 2 se produce cuando 
en membranas se incorporan 5 ácidos grasos mayoritarios, representando 
el 61,6 % del total de ácidos grasos incorporados en esta fase 
planctotrófica. 
 
  Estos ácidos grasos son: 
 
•  Ácido palmítico, 16:0, el 21,2 % de los AGTs 
•  Ácido eicosapentaenoico, 20:5(n-3), el 11,9 % 
•  Ácido esteárico, 18:0, el 10,0 % 
•  Ácido docosahexaenoico, 22:6(n-3), el 9,9 % y 
•  Ácido eicosadienoico, 20:2(n-6), el 8,6 % 
 
  Estos cinco ácidos grasos representan un porcentaje similar del total 
de ácidos grasos presentes en membrana en el cultivo bueno (60,5 %), 
siendo en este caso en los HUFAs, mayor el porcentaje de DHA incorporado 
y menor el de EPA. En los SAFAs es menor el porcentaje en ambos (16:0 y 
18:0) y en los PUFAs, el 20:2(n-6) se incorpora a razón de 28 pg/día, frente 
a los 46 pg/día del cultivo mejor. 
 
  En el cultivo mejor no hay limitación ni de ácidos grasos con un 
papel eminentemente energético (SAFAs y MUFAs), ni de aquellos que se 
puedan demandar como sillares estructurales en la construcción de mem-
branas. 
 
  Así de los 5 ácidos grasos que más repercuten en los AGTs de 
membranas, únicamente el 18:0 y el 20:2(n-6) no se encuentran entre los 
que más se acumulan en lípidos de reserva. Los tres restantes 16:0, EPA y 
DHA se han seguido acumulando a pesar de haber sido fuertemente deman-
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  El 18:0 puede sintetizarse a partir del 16:0 por simple elongación, 
mientras que el 20:2(n-6) es el producto del 18:2(n-6) que, vía ruta meta-
bólica ω6Δ8, generaría como producto final el ARA (Tabla XXII), lo que con-
firmaría la funcionalidad de ésta ruta en larvas veliger de Venerupis 
pullastra expuesta en la fase anterior.  
 
  Tabla XXII: Porcentaje de elongación en el paso de 18:2(n-6) a 20:2(n-6) co-
rrespondiente a la hipotética funcionalidad de la ruta metabólica ω6Δ8 para las dos especies 
estudiadas de bivalvos en el paso de Larva D a larva de 8-7 días y 5 días en Pecten maxi-
mus. 
 
Ruta ω6 Δ8 V. pullastra P. maximus 
LÍPIDOS MEMBRANA 2 1  
Δ 18:2(n-6) 11 pg  8 pg -5 pg 
Δ20:2(n-6) 46 pg 28 pg -0,7 pg 
% de elongación* 80,7% 77,8% --- 
* % elongación = (producto / (producto + sustrato) x 100). 
 
  Los porcentajes de elongación en los cultivos mejor y bueno de al-
meja babosa son similares, 80,7 % y 77,8 %, respectivamente.  
 
  Al ser el 18:2(n-6) un EFA, la formación de 20:2(n-6) en las mem-
branas sólo sería soportada por un aporte adecuado de su precursor que, 
evidentemente, se transvasaría del acumulado en lípidos de reserva 
procedente de la alimentación. 
 
  Nuestros resultados muestran en el cultivo mejor un mayor acúmulo 
de 18:2(n-6) en lípidos de reserva, a pesar de su importante demanda para 
la formación de 20:2(n-6) en membranas. Sin embargo en el cultivo 1, 
incluso descienden en sus reservas. 
 
  La menor incorporación de EPA en lípidos polares en el cultivo bueno 
puede ser debido al papel que este ácido graso presenta como almacén de 
energía cuando se encuentra en la estructura de la fosfatidilcolina en lípidos 
polares, como indicamos en la Introducción. 
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  En el cultivo bueno es patente el consumo de algunos ácidos grasos 
en lípidos neutros para mantener el incremento en membranas (lípidos 
polares). Este gasto debe ser reflejo por un lado, del transvase de sillares 
estructurales (ácidos grasos) para la síntesis de los fosfolípidos de mem-
brana y por otro lado, del consumo de los mismos que nos permitan ob-
tener energía para llevar a cabo estos procesos biosintéticos. 
 
  Datos referentes al almacenamiento de lípidos en zooplancton mari-
no (Lee y col., 2006) ponen de manifiesto las siguientes afirmaciones. 
 
  Por una parte los fosfolípidos son componentes clave en las bio-
membranas. En zooplancton, estos lípidos polares contienen 3 ácidos grasos 
mayoritarios 22:6(n-3), 20:5(n-3) y 16:0, en gran parte independientes de 
los cambios que acontezcan en su dieta (Lee y col., 1971a; Falk-Petersen y 
col., 2000). 
 
  Uno de los fosfolípidos más importantes, la fosfatidilcolina, parece 
servir como almacén de lípidos en Euphausiids de altas latitudes, tales como 
Euphausia superba, Euphausia cystallorophias y Thysanoessa macrura (Ha-
gen y col., 1996; Mayzaud, 1997). 
 
  En la lipovitelina de crustáceos, la fosfatidilcolina es el principal lí-
pido proponiéndose una transferencia de fosfatidilcolina a la lipovitelina de 
Euphausiids durante la reproducción (Lee y col., 2006). 
 
  Por otro lado, habitualmente en los fosfolípidos de membrana, en 
posición 1 se encuentra un ácido graso saturado y en la posición 2 uno 
insaturado (Hadley, 1985). Esta distribución asimétrica de los ácidos grasos 
tiene una importancia extrema en el papel estructural y funcional de las 
membranas. 
 
  Fosfolípidos del zooplancton difieren de este esquema debido a que 
su contenido en PUFAs, excede ampliamente al de SAFAs (Albers y col., 
1996).  Por ello aparecen en la posición 1 PUFAs, particularmente el 20:5(n-
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  Estos datos parecen indicar que el 20:5(n-3) en la posición 1 de la 
fosfatidilcolina, podría jugar un papel estructural y/o energético en función 
de las necesidades del momento. 
 
  Estos resultados están claramente relacionados con los datos obte-
nidos en lípidos de reserva. 
 
  Así en el cultivo 1, a pesar del buen incremento en los AGTs de 
lípidos polares (417 pg/día), en lípidos de reserva tan sólo se han 
acumulado 94 pg/día, lo que sugiere una limitación leve en cuanto al fito-
plancton aportado. 
 
  Si esta hipótesis es correcta, el aumento en los ácidos grasos más 
representativos en lípidos de membrana no debería verse afectado de forma 
severa, y sí que observaríamos menor acúmulo o incluso gasto en aquellos 
ácidos grasos más demandados, como son los que pueden emplearse como 
fuente energética para los procesos biosintéticos y los que son empleados 
como sillares estructurales para la construcción de membranas. 
 
  Nuestros resultados en este cultivo muestran bajadas en los lípidos 






• 16:1(n-7)  
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  La limitación en EPA se compensaría con su sustitución en mem-
branas con DHA. 
 
  El déficit en aporte de 18:2(n-6) se traduce en su consumo en 
reservas para mantener la funcionalidad de la ruta metabólica ω6Δ8 y 
asegurar la presencia en lípidos de membrana del 20:2(n-6), uno de los áci-
dos grasos más representativos de la membrana de la almeja babosa en es-
ta etapa de su vida larvaria. 
 
  En el cultivo mejor, los ácidos grasos que, en mayor cuantía inter-
vienen en el incremento de lípidos de reserva, son: 
 
• 16:0 
• 14:0 y  
• 16:1(n-7), representando estos tres ácidos grasos el 41,8 % del total 
de ácidos grasos 
 
  Estos ácidos grasos mayoritarios, excepto el 14:0, en el cultivo bue-
no, no se almacenan, al contrario, se consumen, lo que provoca el menor 
acúmulo de AGTs en los lípidos neutros. 
 
  Dentro de los ácidos grasos poliinsaturados observamos un acúmulo 
de los EFAs 18:2(n-6) y 18:3(n-3) en el cultivo mejor, indicando estos 
datos un suficiente aporte de los mismos en la dieta. Sin embargo en el 
cultivo bueno, parece existir una limitación parcial, descendiendo incluso el 
contenido en 18:2(n-6) acumulado. En este caso, las larvas veliger del 
cultivo 1, no ven satisfechas sus necesidades en este ácido graso por la 
alimentación, teniendo que tomarlo del previamente acumulado en los lípi-
dos neutros. 
 
  En nuestros datos para larvas de Venerupis pullastra, éste ácido 
graso en el cultivo mejor, se almacena en reservas, mientras que en el 
cultivo bueno se gasta, descendiendo su contenido en lípidos neutros y 
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  Esto vendría a corroborar la función de combustible energético 
secundario del EPA, ya que en el cultivo bueno, para mantener la tasa de 
crecimiento de 441 pg/día en AGTs de membrana, se ha  tenido que echar 
mano de las reservas lipídicas almacenadas que pueden ser empleadas 
como combustible para la generación de biomembranas. Del 16:0 dentro de 
los SAFAs, del 16:1(n-7) entre los MUFAs y del 20:5(n-3) como posible 
combustible entre los PUFAs. 
 
  Estos datos sugieren: 
 
   1.- Una limitación lipídica en la ración alimenticia aportada al 
cultivo 1 ya que la dieta en ambos cultivos es idéntica 
 
   2.- Una menor capacidad biosintética de ácidos grasos por: 
 
• Limitación de precursores (p. ej. Acetil-CoA) y/o  
 
• Limitación de precursores esenciales que sólo pueden 
aportarse por la dieta [p. ej. 18:2(n-6)]. 
 
  2.4.1.2.- Estrategia en vieira (Pecten maximus) 
 
  Con respecto a la especie a comparar, observamos que su com-
portamiento es típicamente planctotrófico, a partir del día 5 (Tablas XIX y 
XX). 
 
  Las larvas incrementan sus AGTs en lípidos de membrana a razón 
de 375 pg/día (537 pg/día en la almeja babosa en el cultivo mejor) y 
acumulan AGTs en lípidos de reserva a razón de 766 pg/día (832 pg/día en 
la almeja babosa en el cultivo mejor) indicando un aporte satisfactorio en la 
dieta microalgal.  
 
  Estos datos se corresponden a los obtenidos hasta larvas de 9 días 
para compararlos con larvas de 8 días de almeja babosa del cultivo mejor. 
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  En cuanto a los ácidos grasos mayoritarios en sus lípidos polares 
observamos que, de los 5 ácidos grasos mayoritarios, el 20:2 (n-6) pasa a 
tener un menor peso especifico (0,8 % en larvas de vieira frente a 8,6 % en 
larvas de almeja babosa), representando los 4 restantes el 57,9 % de los 
AGTs incrementados (en almeja babosa el ∑5 AG es de 61,6 % de los 
AGTs). 
 
  Esto vuelve a corroborar la mínima o nula funcionalidad de la ruta 
metabólica ω6Δ8 en larvas de vieira comparándola con la observada en 
larvas de almeja babosa. 
 
  En cuanto a los otros cuatro ácidos grasos el que más se incrementa 
es el DHA, duplicando casi el aumento del EPA y teniendo un papel secun-
dario el 16:0 si lo comparamos con el observado en la almeja babosa. 
 
  2.4.2.- Comportamiento de la larva veliger 
 
  Se corresponde en si, a la verdadera vida planctotrófica donde se 
lleva a cabo el desarrollo larvario que origina una larva lista para 
metamorfosear y transformarse en un joven adulto.  
 
  Este es un período claramente exotrófico, donde la larva crece y 
almacena reservas para superar la metamorfosis (período de no alimen-
tación, endotrófico) y transformarse en una postlarva con las estructuras 
típicas de un adulto que le permitan de nuevo alimentarse de los nutrientes 
presentes en el medio marino. 
 
  Las Tablas XXIII y XXIV comparan los cultivos 2, 1 y 3 de la almeja 
babosa (V. pullastra) con los de vieira (P. maximus de la tesis de Soudant), 
para esta etapa de larva veliger temprana a pediveliger, en los lípidos de 
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  Tabla XXIII: Evolución de los ácidos grasos por día en lípidos de membrana (LP) 
para las dos especies en presencia de alimento exógeno. Desde larva veliger temprana a 























Lv 8 Días 
Lv 15 Días 
Lv 7 Días 
Lv 15 Días 
Lv 6 Días 
Lv 22 Días 
Lv 9 Días 
Lv 19 Días 
ng AGTs LP  
4,935 
Lv 8 Días 
2,946 
Lv 7 Días 
1,481 
Lv 6 Días 
2,644 
Lv 9 Días 
ng AGTs LP  
20,641 
Lv 15 Días 
8,333 
Lv 15 Días 
21,287 
Lv 22 Días 
4,932 
Lv 19 Días 
Δ Total 2.244 pg 673 pg 1.238 pg 229 pg 
     
Ganancia AGTs 2.244 pg 673 pg 1.238 pg 232 pg 
Pérdida AGTs --- --- --- -3 pg 










































































∑ 5 AG (%) 73,3% 74,7% 74,3% 75,0% 
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  Tabla XXIV: Evolución de los ácidos grasos por día en lípidos de reserva (LN) para 
las dos especies en presencia de alimento exógeno. Desde larva veliger temprana a larva 
pediveliger. Los datos se expresan en pg por día de cultivo. 
    
  En el cultivo mejor, las larvas pasan de 1,00 μg PS/larva el día 8 a 
3,02 μg PS/larva el día 15 (0,29 μg/día), correspondiéndose con un incre-
mento en AGTs en membranas de 2,244 ng/día. 











Lv 8 Días 
Lv 15 Días 
Lv 7 Días 
Lv 15 Días 
Lv 6 Días 
Lv 22 Días 
Lv 9 Días 
Lv 19 Días 
ng AGTs LN  
7,088 ng 
Lv 8 días 
2,531 ng 
Lv 7 días 
2,562 ng 
Lv 6 días 
3,668 
Lv 9 días 
ng AGTs LN  
14,385 ng 
Lv 15 días 
5,555 ng 
Lv 15 días 
66,658 ng 
Lv 22 días 
15,648 
Lv 19 días 
Δ Total 1.043 pg  378 pg  4.006 pg  1.198 pg  
     
Ganancia AGTs 1.065 pg  378 pg  4.006 pg  1.200 pg  
Pérdida AGTs -22 pg  --- --- -2 pg  
     
Δ 16:0 
289 pg  
(27,1%) 
80 pg  
(21,0%) 
602 pg  
(15,0%) 
177 pg  
(14,8%) 
Δ 14:0 
229 pg  
(21,5%) 
36 pg  
(9,4%) 
260 pg  
(6,5%) 
141 pg  
(11,8%) 
Δ 18:0 
85 pg  
(8,0%) 
23 pg  
(6,0%) 
150 pg  
(3,7%) 
26 pg  
(2,2%) 
∑ 3 AG (%) 56,6% 36,4% 25,2% 28,8% 
Δ 16:1(n-7) 
92 pg  
(8,6%) 
28 pg  
(7,3%) 
678 pg  
(16,9%) 
89 pg  
(7,4%) 
Δ 18:1(n-9) 
39 pg  
(3,7%) 
33 pg  
(8,7%) 
238 pg  
(5,9%) 
108 pg  
(9,0%) 
Δ 18:1(n-7) 
53 pg  
(5,0%) 
28 pg  
(7,3%) 
327 pg  
(8,2%) 
78 pg  
(6,5%) 
∑ 3 AG (%) 17,3% 23,3% 31,0% 22,9% 
Δ 18:2(n-6) 
-10 pg  
(-1,0%) 
11 pg  
(2,9%) 





-7 pg  
(-0,7%) 
9 pg  
(2,4%) 





-1 pg  
(-0,1%) 
21 pg  
(5,5%) 





23 pg  
(2,2%) 
19 pg  
(5,0%) 





4 pg  
(0,4%) 
26 pg  
(6,8%) 
370 pg  
(9,2%) 
119 pg  
(9,9%) 
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  En el cultivo bueno, las larvas pasan de 0,53 μg PS/larva el día 7 a 
1,63 μg PS/larva el día 15 (0,14 μg/día), relacionado con un incremento en 
AGTs en membranas de 0,673 ng/día. 
 
  Las diferencias de crecimiento entre ambos cultivos, se deben a la 
diferente ración aportada por larva (cuantitativa) ya que cualitativamente la 
dieta es la misma en los dos cultivos, como vimos en la etapa anterior. En 
el cultivo mejor a día 15 se dio una ración 1,6 veces mayor que la aportada 
el mismo día en el cultivo 1 (Tabla XXI). 
 
  En el cultivo peor, las larvas pasan de 0,32 μg PS/larva el día 6 a 
2,29 μg PS/larva el día 22 (0,12 μg/día), correspondiéndose con un incre-
mento en AGTs en membranas de 1,238 ng/día. 
 
  En el cultivo mejor los resultados muestran un constante gasto de 
ácidos grasos en lípidos neutros transvasándolos a lípidos polares. Esto se 
produce en mayor grado en aquellos ácidos grasos que proceden de la dieta 
y que no pueden ser biosintetizados por las larvas, como ocurre en EFAs y 
PUFAs del tipo EPA y DHA. 
 
  También observamos una actividad lipogénica en lípidos de reserva 
por el aumento del 14:0, 16:0 y 18:0 así como de los productos formados 
por la actuación de la estearoil-CoA desaturasa (SCD): 18:1(n-9), 16:1(n-
7) y del 18:1(n-7).  
 
  Esta actividad lipogénica, junto con el almacenamiento de estos 
SAFAs y MUFAs que procedan de la dieta, permite la construcción de las 
biomembranas al elevado ritmo que se observa en el cultivo mejor al estar 
asegurado el combustible (SAFAs, MUFAs y EPA) para los procesos biosin-
téticos. 
 
  En el cultivo bueno, la limitación de combustible debido a la menor 
ración aportada en este cultivo, provoca una ralentización en el ritmo de 
construcción de membranas. Esto se traduce en una menor actividad lipo-
génica en lípidos de reserva. 
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  Esta limitación en los combustibles para la biosíntesis de 
membranas, repercute claramente en un mayor uso del EPA almacenado en 
membranas como fuente de energía secundaria para los procesos biosin-
téticos. La pérdida de EPA en membranas, es compensada con una mayor 
incorporación del DHA a las mismas. 
 
  Por lo tanto en el cultivo mejor, el EPA no se requiere como fuente 
secundaria de energía para la construcción de biomembranas: 
 
  Sin embargo en el cultivo bueno, el EPA sí se requiere como fuente 
secundaria de energía para la construcción de biomembranas: 
 
 
  Esto provoca la ralentización en la tasa de crecimiento en este 
último cultivo, como indicamos anteriormente. 
 
  Con respecto al cultivo peor, los resultados muestran un gran 
acúmulo de AGTs en lípidos neutros (reservas), presentando la peor tasa de 
crecimiento, alcanzando el estadío pediveliger el día 22, una semana des-
pués que en los cultivos buenos. 
 
  Se observa una menor actividad lipogénica en los ácidos grasos de 
los lípidos polares, prioritariamente en los saturados 16:0 y 18:0 (2,5 veces 
menor la incorporación de ambos con respecto al cultivo mejor). Para-
dójicamente ambos ácidos grasos se acumulan fuertemente en lípidos 
neutros (2,5 veces más que en el cultivo mejor). 
 
Ganancia de DHA 
% sobre AGTs 
Ganancia de EPA 
% sobre AGTs 
% ∑(EPA+DHA) 
sobre AGTs 
278 pg día-1 207 pg día-1 
12,4 % 9,2 % 
21,6 % 
Ganancia de DHA 
% sobre AGTs 
Ganancia de EPA 
% sobre AGTs 
% ∑(EPA+DHA) 
sobre AGTs 
140 pg día-1 16 pg día-1 
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  Este acúmulo en lípidos neutros se traduce en un aumento de sus 
productos de metabolización: 16:1(n-7), 18:1(n-9) y 18:1(n-7). 
 
  El bloqueo de la actividad lipogénica, referida a los fosfolípidos de 
membranas, provoca un acúmulo de aquellos que se emplean más en la 
construcción de las biomembranas y que proceden de la dieta (DHA y EPA). 
 
  También se acumulan los EFAs, 18:2(n-6) y 18:3(n-3), precursores 
de los ácidos grasos de las series ω6 y ω3. 
 
  La causa que origina este problema metabólico, puede tener su 
origen en la relación LN/LP. Así una relación alta, es decir favorable a la 
fracción de LN, repercutirá en un mayor almacenamiento de AGTs que 
reflejen la dieta aportada, o bien a progenitores (caso de ovocitos) o bien a 
las larvas (durante el desarrollo larvario). 
 
  En todo caso, las microalgas marinas son ricas en PUFAs de la serie 
ω3. Un exceso en la dieta de estos PUFas, tiene repercusiones metabólicas, 
produciendo una inhibición en los procesos lipogénicos conducentes a la sín-
tesis de fosfolípidos y ésteres de colesterol. 
 
  Ello provocaría una ralentización en el crecimiento de las larvas en 
su etapa de vida lecitotrófica con un menor gasto de sus reservas en lípidos 
neutros. 
 
  También provocaría una ralentización en el crecimiento durante su 
etapa de vida planctotrófica, acumulándose aún más lípidos neutros (larva 
grasa) debido al bajo empleo de los AGTs de ésta fracción (PUFAs funda-
mentalmente). 
 
  El cultivo peor sería un ejemplo claro, así los ovocitos de este cul-
tivo, tienen aproximadamente 1,5 veces más de lípidos neutros y el doble 
de PUFAs (n-3) que los cultivos buenos. 
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  Durante el desarrollo larvario, el cultivo va más lento y las larvas 
pediveliger son más grasas (76 % de AGTs en lípidos de reserva frente a un 
24 % de AGTS en lípidos de membrana) que las obtenidas en los cultivos 
buenos (larvas magras), con una relación 40/60. 
 
   2.4.2.1.- Estrategia en la almeja babosa (Venerupis pullastra) 
 
  La almeja babosa incrementa sus AGTs de membrana represen-
tando 4 ácidos grasos más de la mitad del aumento obtenido en el total 
(57,3 % en el cultivo mejor, 58,0 % en el cultivo bueno y 60,3 % en el 
cultivo peor. 
 
  Estos cuatro ácidos grasos y por orden de importancia, son: 
 
• 16:0, mayoritario 




  Es interesante analizar la evolución de los ácidos grasos mayori-
tarios hasta la consecución de la larva pediveliger (día 15 en los cultivos 
mejores), día 22 en el cultivo peor.  
 
  De todos ellos, el 16:0 representa el 25-26 % de los AGTs incor-
porados en lípidos de membrana en los cultivos buenos, bajando al 18 % en 
el cultivo peor.  
 
  Esto los convierte en los ácidos grasos que más requieren las larvas 
pediveliger en sus biomembranas, y sería lógico pensar que, la abundancia 
de dichos ácidos grasos en lípidos de reserva y por lo tanto en la dieta, me-
jorará los procesos de transformación de veliger a pediveliger. 
 
  Por otro lado, cabe destacar la importancia de otros 4 ácidos grasos 
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ácidos grasos en los diferentes cultivos que juegan un papel clave en el 







  En esta etapa, otra vez el 20:2(n-6) puede ser el producto del 
18:2(n-6) por la ruta metabólica ω6Δ8 que generaría como producto final el 
ARA (Tabla XXV), lo que terminaría de confirmar la funcionalidad de esta 
ruta en Venerupis pullastra. 
 
  Tabla XXV: Porcentaje de elongación en el paso de 18:2(n-6) a 20:2(n-6) co-
rrespondiente a la hipotética funcionalidad de la ruta metabólica ω6Δ8 para las dos especies 
comparadas de bivalvos en el paso de larva veliger a pediveliger. 
 
Ruta ω6 Δ8 V. pullastra P. maximus 
LÍPIDOS MEMBRANA 2 1 3  
Δ 18:2(n-6) 30 pg 7 pg 15 pg 3 pg 
Δ 20:2(n-6) 84 pg 30 pg 47 pg -2 pg 
% de elongación* 74% 81% 76% --- 
* % elongación = (producto / (producto + sustrato) x 100). 
 
  La limitación en la ración se refleja en lípidos de reserva con una 
menor acumulación. En el cultivo mejor hay una ganancia total 1.043 
pg/día en AGTs de reserva, mientras que en el cultivo bueno, tan sólo es de 
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  2.4.2.2.- Estrategia en la vieira (Pecten maximus) 
                        
  Los datos referidos a la especie a comparar, muestran un compor-
tamiento planctotrófico claro durante su etapa de vida veliger (día 9) hasta 
la formación de la larva pediveliger que, en este caso, es del día 19. 
 
  Sin embargo, se observan diferencias con la almeja babosa, en 
cuanto a las estrategias que desarrollan para alcanzar dicho estadío. 
 
  La almeja babosa prioriza su desarrollo larvario en crecer y alcanzar 
lo más rápidamente su estadío pediveliger para metamorfosear y trans-
formarse en un joven adulto (postlarva), así a día 15 ha completado este 
proceso en los cultivos buenos. 
 
  Lo hace a expensas de emplear el alimento ingerido utilizándolo 
para los procesos biosintéticos de dos formas. Por un lado, procurando 
tener suficientes moléculas combustibles para generar energía y por otro 
como poder reductor para los procesos biosintéticos. 
 
  Así mismo procura tener un amplio stock de aquellas biomoléculas 
esenciales debido a su incapacidad para biosintetizarlas (p. ej. EFAs) o a su 
pequeña capacidad para biotransformarlas a partir de sus precursores (p. 
ej. EPA y DHA). 
 
  Esto repercute en que emplea prioritariamente el alimento en 
crecer, siendo secundario el almacenar reservas para los siguientes 
estadíos. Del total de ácidos grasos mayoritarios presentes en larvas 
pediveliger, sólo el 41 % se encuentran en lípidos neutros (larva magra). 
 
  Sin embargo, la vieira no prioriza su estrategia en un crecimiento 
rápido. Como vimos anteriormente en la fase lecitotrófica, ésta se prolonga 
en el tiempo dando lugar a un período mixotrófico, no observándose un 






RESULTADOS Y  DISCUSIÓN  
 - 149 - 
  Durante la fase lecitotrófica, el alimento ingerido lo prioriza más 
para almacenamiento en reservas que para crecimiento provocando que, 
del total de ácidos grasos mayoritarios presentes en larvas pediveliger, 
aproximadamente el 80 % se encuentran en lípidos neutros (larva grasa).  
 
  En la siguiente Tabla se muestran las diferencias que nos permiten 













Longitud (μm) 254 195 
   
AGTs LP 
(Crecimiento) 
20,641 ng* 4,932 ng* 
   
AGTs LN 
(Reservas) 
14,385 ng 15,648 
   
%LN/AGTs 41,1 %* 79,9 %* 
* AGTs sin contar los derivados de plasmalógenos. 
 
  En cuanto a las necesidades en ácidos grasos para generar sus bio-
membranas, observamos ciertas similitudes con la almeja babosa. 
 
  Las larvas pediveliger incorporan en sus membranas los mismos 







  El porcentaje que representan estos ácidos grasos incorporados 
sobre el total en las biomembranas de la larva pediveliger, es similar al 
obtenido en almeja babosa (57,3 % cultivo mejor por 62,5 % en vieira). 
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  Existen diferencias cuantitativas, en lo referente a cuáles son los 
más incorporados en ambas especies. En la almeja babosa predomina la 
incorporación del 16:0 (sólo el 13,4 %), mientras que en la vieira es el DHA 
(26,7 %). 
 
  Se incrementan también en membranas otros cuatro ácidos grasos 
minoritarios, que junto con los anteriores, van a representar el 75,0 % de 
AGTs que más se incorporan en las biomembranas de larvas pediveliger de 
vieira, 18:1(n-9), 18:1(n-7), 20:2(n-6) y ARA. 
 
  De los cuatro, el 18:1(n-9) y el 18:1(n-7) suman claramente el 62,5 
%. El ARA tiene un aumento poco significativo, mientras que el 20:2(n-6) 
incluso desciende, lo que corrobora la nula funcionalidad de la ruta meta-
bólica ω6Δ8 en lípidos polares de la vieira. 
 
  La diferencia más clara estriba en que en el cultivo mejor de la 
almeja babosa, se incorporan a razón de 2.244 pg/día de AGTs en sus 
lípidos de membrana hasta la formación de la larva pediveliger (desde el día 
8 al día 15) mientras que la viera, incorpora 10 veces menos sus AGTs (229 
pg/día), lo que se traduce en una menor tasa de crecimiento y en un mayor 
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  Resumiendo y comparando estrategias en la transformación de larva 
veliger temprana a pediveliger podemos indicar: 
 
   1.- La estrategia en la vieira es acumular AGTs (principalmen-
te PUFAs) en sus lípidos de reserva, reflejando el perfil de la dieta 
microalgal (Tabla XXVI) 
 
  Tabla XXVI: Datos referidos a los ácidos grasos mayoritarios del alimento aportado 
por la dieta PTS (Paulova o Monochrysis, Isochrysis T-iso y Skeletonema) en el desarrollo 
larvario de P. maximus (expresados en %), así como al incremento de los mismos en lípidos 
neutros (reserva), en lípidos polares (membrana) y lípidos totales entre el día 9 y el día 19 
del cultivo (larvas planctotróficas). Los incrementos diarios se expresan en pg/larva y en 
porcentajes. 
    
 Alimento Δ LP Δ LN Δ LT 
 % PTS % Pg/lv % pg/lv % Pg/lv 
14:0 12,8 0,3 5 9,8 141 10,1 146 
16:0 11,1 2,2 31 12,3 177 14,5 208 
18:0 0,7 1,7 24 1,8 26 3,5 50 
∑ SAFAs 24,6 4,2 60 23,9 344 27,1 404 
16:1(n-7) 11,0 0,3 4 6,2 89 6,5 93 
18:1(n-9) 4,9 1,0 15 7,5 108 8,5 123 
18:1(n-7) 1,1 0,9 13 5,4 78 6,3 91 
20:1(n-11)  0,1 1 0,1 1 0,2 2 
20:1(n-9)  0,4 6 0,6 8 1,0 14 
20:1(n-7)  0,1 1 0,2 3 0,3 4 
∑ MUFAs 17,0 2,8 40 20,0 287 22,8 327 
18:2(n-6) 4,6 0,2 3 5,2 74 5,4 77 
18:2(n-4) 0,1 0,1 1 0,3 5 0,4 6 
18:3(n-6) 1,0 0,1 1 0,8 12 0,9 13 
18:3(n-3) 4,2 0,3 5 4,1 59 4,4 64 
18:4(n-3) 9,5 0,8 11 9,0 129 9,8 140 
20:2(n-6) 0  -1,7    -1,7 
20:3(n-6)  0,1 1 0,1 2 0,2 3 
ARA 0,4 0,2 3 0,3 5 0,5 8 
20:4(n-3)    0,1 1 0,1 1 
EPA 17,1 2,0 28 9,3 134 11,3 162 
21:4(n-6)  0,1 1 0,2 3 0,3 4 
21:5(n-3)  0,1 2 0,3 5 0,4 7 
22:5(n-6)  1,0 14 1,4 20 2,4 34 
22:5(n-3) 1,1 0,1 1 0,1 2 0,2 3 
DHA 11,1 4,3 62 8,3 119 12,6 181 
∑ PUFAs 49,1 9,4 71 39,5 570 48,9 703 
       1.434 
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   2.- La almeja babosa tiende a utilizar los AGTs procedentes de 
la dieta microalgal en la construcción de biomembranas, reflejando su perfil 
en los lípidos estructurales (Tabla XXVII) y siendo los EFAs y los HUFAs 
(EPA y DHA), los más demandados en los desarrollos larvarios buenos. Los 
datos que se muestran corresponden al cultivo mejor 
 
  Tabla XXVII: Datos referidos a los ácidos grasos mayoritarios del alimento aportado 
por la dieta (Monochrysis, Isochrysis, Chaetoceros y Tetraselmis) en el cultivo mejor de 
almeja babosa (expresados en %), así como al incremento de los mismos en lípidos neutros 
(reserva) y en lípidos polares (membrana) y lípidos totales entre el día 8 y el día 15 del 
cultivo (larvas planctotróficas). Los incrementos diarios se expresan en pg/larva y en 
porcentajes. 
 
 Alimento Δ LP Δ LN Δ LT 
 % PTS % pg lv % pg lv % pg lv 
14:0 24,4 2,0 64,8 7,0 229,1 8,9 293,8 
16:0 11,6 17,1 562,0 8,8 289,3 25,9 851,3 
18:0 1,1 7,3 241,3 2,6 84,9 9,9 326,2 
∑ SAFAs 37,1 26,4 868,2 18,4 603,1 44,8 1471,2 
16:1(n-7) 17,5 1,5 50,7 2,8 91,7 4,3 142,4 
18:1(n-9) 6,3 3,1 101,5 1,2 39,5 4,3 141,0 
18:1(n-7) 1,4 2,4 78,6 1,6 52,7 4,0 131,3 
20:1(n-11) 0,0 1,2 38,0 1,0 33,5 2,2 71,5 
20:1(n-9) 0,1 1,4 46,5 0,3 11,1 1,8 57,6 
20:1(n-7) 0,0 0,7 23,4 0,2 5,9 0,9 29,3 
∑ MUFAs 25,3 10,3 338,9 7,1 234,3 17,4 573,2 
18:2(n-6) 4,8 0,9 29,8 -0,3 -10,0 0,6 19,8 
18:2(n-4) 0,0 0,1 4,0 -0,1 -4,2 0,0 -0,2 
18:3(n-6) 1,0 0,4 13,9 0,4 14,1 0,8 27,9 
18:3(n-3) 6,2 1,0 33,0 -0,2 -7,3 0,8 25,7 
18:4(n-3) 8,3 1,0 31,6 0,0 -0,6 0,9 31,0 
20:2(n-6) 0 2,6 84,4 0,4 13,4 3 97,8 
20:3(n-6) 0,0 0,3 11,3 0,1 3,8 0,5 15,1 
ARA 1,9 3,0 97,5 0,8 25,7 3,7 123,2 
20:4(n-3) 0,0 0,3 10,2 0,1 2,4 0,4 12,7 
EPA 7,5 6,3 206,7 0,7 23,2 7,0 229,9 
21:4(n-6) 0,2 0,8 26,3 0,4 13,0 1,2 39,3 
21:5(n-3) 0,0 2,0 64,6 0,4 14,1 2,4 78,7 
22:5(n-6) 0,8 2,1 68,5 2,7 88,8 4,8 157,3 
22:5(n-3) 0,4 1,1 36,2 0,3 9,5 1,4 45,7 
DHA 6,7 8,5 278,3 0,1 4,0 8,6 282,3 
∑ PUFAs 37,6 31,5 1036,8 6,2 205,0 37,8 1241,8 
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   3.- Cuando hay limitación en la ración, se ralentiza el cre-
cimiento al no aportarse combustible suficiente para los procesos 
biosintéticos. Esto se traduce en un transvase más lento de los EFAs y 
HUFAs hacia membranas y a la sustitución del EPA por DHA, al ser el 
primero, fuente de energía secundaria en estados limitantes (ayuno, dieta 
escasa etc.), sería el caso del cultivo bueno 
 
   4.- Por último, dietas que excedan el aporte de n-3, pueden 
tener un efecto negativo al provocar una inhibición de la actividad 
lipogénica y consiguientemente un mayor ralentizamiento del desarrollo 
larvario. Sería el caso del cultivo peor, cuyos ovocitos parten con el doble 
de contenido en n-3 que en los cultivos buenos. El resultado final hace que 
se acumulen estos ácidos grasos así como aquellos que van a ser 
empleados como fuente de energía primaria para los procesos biosintéticos 
(SAFAs y MUFAs) 
 
  2.4.3.- Comportamiento de la postlarva  
 
  Corresponde con una etapa de metamorfosis y por lo tanto de 
ayuno, empleando las reservas almacenadas en el organismo. 
 
  Posteriormente y una vez desaparecido el órgano natatorio-
alimenticio o velum (larva pediveliger) y formadas las branquias en la post-
larva, ésta se alimenta del fitoplancton marino, pasando a ser un organismo 
sésil y filtrador. 
 
  En las Tablas XXVIII y XXIX se representan las evoluciones en 
lípidos polares y neutros para las dos especies comparadas (Venerupis 
pullastra y Pecten maximus) según los datos obtenidos en nuestro estudio y 
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 Tabla XXVIII: Evolución de los ácidos grasos en lípidos de membrana (LP) para las 
dos especies en presencia de alimento exógeno. Desde larva pediveliger a postlarva. Los da-
tos se expresan en pg por día de cultivo. 
    







Lv 15 Días 
Lv 22 Días 
Lv 15 Días 
Lv 28 Días 
Lv 19 Días 
Lv 23 Días 
ng AGTs LP 
20,641  
Lv 15 días 
8,333  
Lv 15 días 
4,932  
Lv 19 días 
ng AGTs LP 
50,935  
Postlv 22 días 
15,631  
Postlv 28 días 
5,426  
Postlv 23 días 
Δ Total 4.328 pg  561 pg  124 pg  
    
Ganancia AGTs 4.328 pg  562 pg  133 pg  
Pérdida AGTs --- -1 pg  -9 pg  
    
Δ 16:0 
784 pg  
(18,1%) 
200 pg  
(35,6%) 
9 pg  
(6,8%) 
Δ EPA 
255 pg  
(5,9%) 
32 pg  
(5,7%) 
-6 pg  
(-4,5%) 
Δ 18:0 
538 pg  
(12,4%) 
107 pg  
(19,0%) 
31 pg  
(23,3%) 
Δ DHA 
716 pg  
(16,5%) 
55 pg  
(9,8%) 
32 pg  
(24,1%) 
∑ 4 AG (%) 52,9% 70,1% 49,7% 
Δ 18:1(n-9) 
224 pg  
(5,2%) 
33 pg  
(5,9%) 
1 pg  
(0,8%) 
Δ 18:1(n-7) 
206 pg  
(4,8%) 
8 pg  
(1,4%) 
6 pg  
(4,5%) 
Δ 18:2(n-6)   









206 pg  
(4,8%) 
8 pg  
(1,4%) 
1 pg  
(0,8%) 
Δ 21:5(n-3) 
234 pg  
(5,4%) 
10 pg  
(1,8%) 
-1 pg  
(-0,8%) 
Δ 22:5(n-6) 
179 pg  
(4,1%) 
14 pg  
(2,5%) 
6 pg  
(4,5%) 
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  Tabla XXIX: Evolución de los ácidos grasos en lípidos de reserva (LN) para las dos 
especies en presencia de alimento exógeno. Desde larva pediveliger a postlarva. Los datos 
se expresan en pg por día de cultivo. 
 







Lv 15 Días 
Lv 22 Días 
Lv 15 Días  
Lv 28 Días 
Lv 19 Días 
Lv 23 Días 
ng AGTs LN 
14,385  
Lv 15 días 
5,555 
Lv 15 días 
15,648  
Lv 19 días 
ng AGTs LN 
23,293  
Postlv 22 días 
13,141  
Postlv 28 días 
16,102  
Postlv 23 días 
Δ Total 1.273 pg  584 pg  114 pg  
    
Ganancia AGTs 1.316 pg  592 pg  189 pg  
Pérdida AGTs 
-43 pg  
(-3,3%) 
-8 pg  
(-1,4%) 
-75 pg  
(-39,8%) 
    
Δ 14:0  
32 pg  
(5,4%) 
-23 pg  
(-12,2%) 
Δ 16:0 
91 pg  
(6,9%) 
59 pg  
(10,0%) 
-47 pg  
(-25,0%) 
Δ EPA 
57 pg  
(4,3%) 
39 pg  
(6,6%) 
5 pg  
(2,7%) 
Δ 18:0 
89 pg  
(6,8%) 
9 pg  
(1,5%) 
-3 pg  
(-1,6%) 
Δ DHA 
251 pg  
(18,1%) 
71 pg  
(12,0%) 
1 pg  
(0,5%) 
∑ 5 AG (%) 36,1% 35,5% -35,6% 
Δ 16:1(n-7) 
-5 pg  
(-0,4%) 
23 pg  
(3,9%) 
27 pg  
(14,4%) 
Δ 18:1(n-9) 




8 pg  
(4,3%) 
Δ 18:1(n-7) 
22 pg  
(1,7%) 
51 pg  
(8,6%) 
19 pg  
(10,1%) 
∑ 3 AG (%) 2,1% 22,7% 28,8% 
Δ 18:2(n-6) 
61 pg  
(4,6%) 
35 pg  
(5,9%) 
57 pg  
(30,2%) 
Δ 21:5(n-3) 
114 pg  
(8,7%) 
6 pg  
(1,0%) 
 
Δ 18:3(n-3)   
27 pg  
(14,4%) 
Δ 22:5(n-3) 
199 pg  
(15,1%) 
2 pg  
(0,3%) 
2 pg  
(1,1%) 
Δ 22:5(n-6) 
50 pg  
(3,9%) 
8 pg  
(1,4%) 
4 pg  
(2,1%) 
∑ 4 AG (%) 32,3% 8,6% 47,8% 
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  Nuestros resultados en el cultivo mejor indican que, la tasa de 
crecimiento dobla a la obtenida en la fase anterior (4.328 pg/día frente a 
2.244 pg/día). 
 
  Para el cultivo bueno, la tasa de crecimiento es sensiblemente 
inferior (561 pg/día) aunque similar a la obtenida en la fase anterior (673 
pg/día). 
 
  Una limitación de ambos en el alimento y fundamentalmente del 
DHA podría ser la causa de esta menor tasa de crecimiento en materia 
orgánica, así como al retardo en el crecimiento ya acumulado en el cultivo 
bueno. 
 
  El crecimiento en talla en el cultivo mejor es de 29,6 μm/día, 
mientras que en el bueno es de 22,7 μm/ día. 
 
  Sin embargo en peso seco el cultivo mejor se incrementa a razón de 
1.009 ng/día, por sólo 625 ng/día el cultivo (1). 
 
  Esto conduce a obtener postlarvas con similar peso seco: 10,08 μg 
postlarva cultivo 2 y 9,75 μg postlarva cultivo 1 siendo las primeras, sólo un 
poco más pequeñas (461 μm frente a 534 μm) y a pesar de llevar casi la 
mitad de vida postlarvaria que las segundas (7 días frente a 13 días). 
 
  2.4.3.1.- Estrategia en almeja babosa (Venerupis pullastra)  
 
  Para la almeja babosa los 4 los ácidos grasos de membrana que más 
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  Estos 4 ácidos representan, en los dos cultivos de almeja, el 53 y el 
70 % del total de ácidos grasos incorporados en las membranas de post-
larvas. En el cultivo 2 hay una tasa de incorporación similar para el 16:0 y 
el DHA pero en el cultivo 1, los saturados contribuyen más que los PUFAs 
(DHA y EPA). 
 
  Los datos en la evolución de los ácidos grasos en lípidos neutros 
(reservas) muestran que en el cultivo mejor hay una ganancia en AGTs de 
1.273 pg/día (similar a la observada en la fase anterior 1.043 pg/día). En el 
cultivo bueno la ganancia en AGTs es de aproximadamente la mitad (584 
pg/día), un poco superior a la obtenida en la fase anterior (378 pg/día). 
 
  Como aspectos más destacables, indicar que en los cultivos buenos 
los AGTs almacenados en los lípidos neutros siguen acumulándose, a pesar 
de gastarse como combustibles y como sillares estructurales. 
 
  El cultivo que mejor evoluciona es aquel que en sus reservas 
neutras almacena más DHA, tanto cuantitativamente (251 pg/día frente a 
71 pg/día) como porcentualmente (16,5 % frente al 9,8 % del total de los 
AGTs acumulados). 
 
  2.4.3.2.- Estrategia en la vieira (Pecten maximus) 
 
  La vieira vuelve a tener un comportamiento diferente de la almeja 
babosa en este estadío. Mientas V. pullastra incrementa sus AGTs de 
membrana por un factor de 2,5 en el cultivo mejor y 1,9 en el cultivo 
bueno,  P. maximus lo hace  sólo en 1,1. Esto lleva a que el incremento en 
AGTs de membrana sea muy bajo, 124 pg/día, representando el 18:0 y el 
DHA el 47,4 % del total de AGTs incorporados en membrana. 
 
  El 16:0 y EPA sufren un incremento pequeño (16:0, un 6,8 % de los 
AGTs incorporados), o incluso desciende su contenido (EPA, -4,5 %). 
 
  El EPA, como hemos indicado anteriormente, se emplea como fuente 
energética (2º combustible) en estados de ayuno o cuando hay un gran 
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requerimiento de energía que soporte los procesos de biotransformación 
que tienen lugar durante la metamorfosis, período además, de no 
alimentación. 
 
  Los datos de lípidos neutros en la vieira muestran una pérdida 
considerable en el contenido de AGTs en dicha fracción, siendo soportado 
este descenso exclusivamente por la fracción de los SAFAs (14:0, 16:0 y 
18:0) que representan un 38,8 % de la ganancia total. 
 
  Esto, junto con el pequeño incremento en EPA en lípidos neutros, 
2,5 % de la ganancia total de ácidos grasos e incluso, el descenso de EPA 
en lípidos polares de un 4,5 % del total ganado, indican el uso preferente de 
estos como combustibles energéticos que soporten las complejas biotrans-
formaciones en la metamorfosis de la vieira. 
 
 También cabe resaltar el acúmulo de EFAs [18:2(n-6) y 18:3(n-3)] 
en lípidos neutros, totalizando el 44,6 % de los ácidos grasos ganados. Esto 
nos informa de un buen estado en las reservas de ácidos grasos precursores 
de las series ω3 y ω6, estando cubiertas sus necesidades para la cons-
trucción de sillares estructurales de fosfolípidos de membrana. 
 
 
  Comparando los resultados con almeja, podemos indicar que el paso 
de larva a postlarva en almeja, vuelve a ser más rápido y menos complejo 
que en la vieira. 
 
  Todo esto se traduce en que la almeja babosa, de nuevo prioriza el 
crecimiento y desarrollo rápido, a almacenar reservas lipídicas neutras. 
 
  Así a día 22 en el cultivo mejor de la almeja babosa tenemos 
semillas (postlarvas) de 461 μm de tamaño (OL) con un peso seco de 10,08 
μg/postlarva y un contenido en AGTs de 50,9 ng/postlarva en lípidos polares 
(estructuras) y 23,3 ng/postlarva en lípidos neutros (reservas). 
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  A día 23, en el cultivo de la vieira tenemos postlarvas de 
aproximadamente 215 μm de tamaño (OL) con un contenido en AGTs de 
5,4 ng/postlarva en estructuras y 16,1 ng/postlarva en reservas. 
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 3.- EXPERIENCIAS CON LAS MICROCÁPSULAS  
 
 3.1.- In Vitro 
 
  1.- PARA CONFIRMAR DATOS SOBRE FABRICACIÓN Y ESTABILIDAD 
EN EL TIEMPO DE ALMACENAMIENTO DE LAS MICROCÁPSULAS 
 
 MICROCÁPSULAS CON DISTINTAS GRASAS Y ACEITES  
 
  El tamaño de estas microcápsulas está comprendido entre 4 y 5 µm 
de diámetro para las fabricadas a partir de las grasas de peces (atún, 
caballa y sardina) y de 8,5 µm para las obtenidas a partir del aceite de 




















  Fotografía de las microcápsulas con las distintas grasas de pescado y del aceite de 
hígado de bacalao (AHB). Barras de escala 10 µm. 
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  En la Figura 21 se representan los porcentajes de los ácidos grasos 
saturados, monoinsaturados y poliinsaturados de las grasas de peces y del 
aceite de hígado de bacalao antes de su encapsulación. 
 
 
  Fig. 21: Representación de los porcentajes para las familias de ácidos grasos 
saturados, monoinsaturados y poliinsaturados en las grasas y del aceite de hígado de 
bacalao previa microencapsulación.   
 
  La grasa de atún es rica en ácidos grasos eminentemente ener-
géticos representados por los saturados (43,6 %) y los monoinsaturados 
(29,2 %). Sin embargo es pobre en ácidos grasos estructurales, es decir 
poliinsaturados (26,2 %), siendo el ácido graso representativo de esta fami-
lia el DHA. 
 
  Las grasas de caballa y sardina son ricas en ácidos grasos 
poliinsaturados (38,2 % y 38,5 %, respectivamente). La de caballa aporta 
fundamentalmente DHA y en menor medida EPA (relación 3:1), mientras 
que en la sardina, el EPA y el DHA son mayoritarios, encontrándose en una 
relación 2:1.  
 
  En cuanto al aceite de hígado de bacalao (AHB), es rico en MUFAs 
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  La Tabla XXX, muestra los datos de la composición en ácidos grasos 
para las grasas y el aceite, así como de las microcápsulas con ellas obte-
nidas. 
 
  Tabla XXX: Porcentaje de ácidos grasos de las grasas de peces y del aceite de 
hígado de bacalao (AHB) previa encapsulación y de las microcápsulas fabricadas. Los AGTs 






 Grasas de peces y AHB previa 
encapsulación 
  Microcápsulas 
 ATÚN CABALLA SARDINA H. DE BACALAO  ATÚN CABALLA SARDINA H. DE BACALAO 
Ácidos grasos          
 14:0 3,32 5,63 9,45 5,27  4,65 7,56 10,94 5,30 
 15:0 0,99 0,39 0,80 0,37  1,10 0,56 1,14 0,38 
 16:0 25,79 18,16 19,56 13,52  26,09 17,97 22,73 13,66 
 17:0 1,43 0,57 0,60 0,17  1,51 0,56 0,69 0,20 
 18:0 10,73 6,37 3,64 3,45  10,54 4,85 4,09 3,39 
 20:0 0,61 0,22 0,30   0,68 0,30 0,29  
 22:0 0,29 0,58    0,44 0,22   
 24:0 0,39    0,41    
          
 16:1(n-9) 0,58 0,33 0,80 0,60  0,73 0,43 1,26 0,54 
 16:1(n-7) 5,97 2,89 10,88 9,19  5,85 2,91 10,32 8,74 
 18:1(n-9) 18,28 12,50 9,78 19,95  19,19 13,08 10,91 19,14 
 18:1(n-7) 3,19 2,86 3,43 5,25  3,21 2,45 3,33 5,32 
 20:1(n-9) 1,22 8,64 1,81 9,65  1,10 10,38 1,42 10,13 
 22:1(n-9)  1,09 0,27 0,65   1,25 0,25 0,72 
 24:1(n-9)  1,56 1,34 0,27  2,10 0,48 0,38 
          
 18:2(n-6) 1,73 2,19 1,17 1,64  2,13 2,10 1,71 2,01 
 18:3(n-3) 0,62 1,13 1,00 0,75  0,47 0,88 0,89 0,74 
 18:4(n-3) 0,48 1,65 2,99 2,30  0,71 1,89 2,93 2,28 
 20:2(n-6) 0,19 0,22  0,25  0,25 0,28  0,25 
 20:4(n-6) 2,30 0,84 0,88 0,33  1,94 0,62 0,77 0,38 
 20:4(n-3) 0,29 0,81 1,03  0,32 0,57 0,87  
 20:5(n-3) 3,50 3,87 19,00 8,59  3,32 2,39 14,37 8,20 
 21:4(n-6)  12,62 0,75 6,83   18,36 0,50 7,35 
 22:5(n-6) 1,56 0,65   1,32 0,44   
 22:5(n-3) 1,57 1,25 1,51 1,09  1,68 1,07 1,41 1,43 
 22:6(n-3) 13,99 12,96 10,17 9,93  11,56 7,24 8,51 9,93 
          
Tot. (n-3) 20,45 21,67 35,70 22,66  18,06 14,04 28,98 22,58 
Tot. (n-6) 5,78 16,52 2,80 9,05  5,64 21,80 2,98 9,99 
(n-3)/(n-6) 3,54 1,31 12,75 2,50  3,20 0,64 9,72 2,26 
          
SATURADOS 43,55 31,92 34,35 22,78  45,42 32,02 39,88 22,93 
MONOINSAT. 29,24 29,87 27,51 45,56  30,91 32,60 27,97 44,97 
POLIINSAT. 26,23 38,19 38,50 31,71  23,70 35,84 30,18 32,11 
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  Los resultados obtenidos indican que las grasas y el aceite de 
partida presentan diferencias en la composición de los ácidos grasos con 
relación a la de las microcápsulas fabricadas. 
 
  Se observa como la fabricación de las microcápsulas altera de forma 
bastante acusada, la composición en ácidos grasos de las grasas de peces, 
mientras que en el aceite de hígado de bacalao es menor.  
 
  En todas las grasas, después de su encapsulación, disminuye el 
porcentaje de PUFAs, sobretodo del DHA, EPA y ARA. La explicación a esta 
pérdida puede estar en que estos ácidos grasos son altamente sensibles a 
fenómenos de oxidación. 
 
  Las microcápsulas de gelatina-acacia pueden incorporar en su 
interior distintos aceites y grasas con diferente composición en ácidos 
grasos, aunque sufriendo algunas alteraciones en la fabricación depen-
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 MICROCÁPSULAS CON ACEITE DE OLIVA Y *AA  
 
  Las microcápsulas con aceite de oliva y ácido araquidónico 
deuterado (*AA) fabricadas en el año 2002 van a tener un tamaño de 3 µm. 
El diámetro de las micropartículas obtenidas en este lote, no difiere dema-
siado con los datos de tamaño expuestos en la publicación presentada en el 




 Fotografía de las microcápsulas con aceite de oliva y *AA. Barras de escala 10 µm. 
 
  En la Tabla XXXI se muestran los datos de composición porcentual 
en ácidos grasos del aceite de oliva utilizado para la fabricación de las mi-
cropartículas y los porcentajes de ácidos grasos encontrados en éstas 
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  Tabla XXXI: Composición en ácidos grasos del aceite de oliva y de las micro-
cápsulas (porcentajes y pg/µcáp). Los datos se corresponden a la media, siendo n=3.  
 
Ác. Grasos ACEITE DE OLIVA  MICROCÁPSULAS   
 %  %  pg/µcáp 
  Media Std  Media Std   Media Std 
14:0 0,18 0,04       
16:0 11,19 0,05  11,6 0,5  0,136 0,006 
18:0 2,77 0,08  2,7 0,2  0,031 0,002 
 
        
16:1(n-7) 1,23 0,11       
18:1(n-9) 68,75 0,35  66,8 3,2  0,780 0,037 
18:1(n-7) 2,56 0,21  2,5 0,1  0,029 0,002 
20:1(n-11)         
20:1(n-9) 0,43 0,01       
20:1(n-7)         
 
        
18:2(n-6) 10,77 0,12  10,7 0,5  0,125 0,006 
18:2(n-4)         
18:3(n-6)         
18:3(n-3) 2,14 0,12  0,8 0,0  0,010 0,001 
18:4(n-3)         
20:2(n-6)         
20:3(n-6)         
20:4(N-6)-d8    4,8 0,4  0,057 0,004 
20:4(n-6)         
20:4(n-3)         
20:5(n-3)         
21:4(n-6)         
21:5(n-3)         
22:4(n-6)         
22:5(n-6)         
22:5(n-3)         
22:6(n-3)         
 
        
SATURADOS 14,13 0,19  14,3 0,7  0,167 0,008 
MONOINSAT. 72,96 0,09  69,3 3,3  0,809 0,039 
POLIINSAT. 12,91 0,21  16,3 0,8  0,191 0,009 
         
Tot. (n-3) 2,14 0,12  0,83 0,0  0,010 0,001 
Tot. (n-6) 10,77 0,12  15,51 0,7  0,181 0,009 
 
        
(n-3)/(n-6) 0,20  0,05  0,054 
 
        
Tot. pg/µcáp       1,17 0,06 
 
        
 
  Los análisis demuestran que en su fabricación se consigue obtener 
1,17 pg totales por microcápsula. 
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  Observamos como los ácidos grasos monoinsaturados son los más 
abundantes en el aceite de oliva (72,96 %), lo que provoca que también lo 
sean en las micropartículas fabricadas (69,3 %). Estos altos porcentajes se 
deben sobretodo al gran contenido en 18:1(n-9) (68,75 % y 66,8 %, res-
pectivamente). 
 
  Los SAFAs, 14,13 % en el aceite de oliva y 14,3 % en las 
microcápsulas están representados mayoritariamente por el 16:0 (11,11 % 
y 11,6 %) y 18:0 (2,8 % y 2,7 % en ambos casos). 
 
  En los poliinsaturados, 12,9 % en el aceite y 16,3 % en las 
microcápsulas, destaca el 18:2(n-6) (10,77 % y 10,7 %, respectivamente) 
y el *AA (4,8 % en las microcápsulas).  
 
  Los porcentajes de los ácidos grasos del aceite de oliva, se 
conservan después del proceso de microencapsulación. 
 
  Estas microcápsulas son muy parecidas a las que ya obtuvimos en 
un lote anterior (publicación Apéndice), por lo tanto existe repetibilidad y en 
consecuencia, eficacia en su fabricación.  
 
  El tamaño es algo menor y su contenido total en ácidos grasos 
también 1,2 frente a 3,8 pg/µcáp, sin embargo los porcentajes de los ácidos 
grasos mayoritarios a los que se les realiza el seguimiento es muy seme-
jante.   
 
  El 18:1(n-9) está en un 66,8 % en estas nuevas micropartículas y 
en las anteriores era de un 65,8 %. Por otra parte, aquí tenemos un 4,8 % 
de *AA valor sensiblemente más bajo al conseguido con las primeras *AA-
GAM (5,4 %).  
 
  A estas microcápsulas se les hizo un seguimiento a lo largo de 21 
días de almacenamiento. En la Tabla XXXII se muestran los datos porcen-
tuales de los ácidos grasos de las microcápsulas así como su cantidad total 
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  Tabla XXXII: Composición porcentual en ácidos grasos de las microcápsulas con 
aceite de oliva y ácido araquidónico deuterado, al día 0 de la fabricación y a los 7-21 días de 
almacenamiento. También se da la cantidad total de AGTs (pg/µcáp). Los datos se corres-
ponden  a la media, siendo n=3.  
  
 0  7  21 
Ác. Grasos Media Std  Media Std  Media Std 
14:0         
16:0 11,65 0,006  11,60 0,007  12,17 0,008 
18:0 2,70 0,002  2,66 0,001  3,34 0,002 
         
16:1(n-7)         
18:1(n-9) 66,83 0,037  65,71 0,028  65,01 0,046 
18:1(n-7) 2,48 0,002  2,38 0,001  2,66 0,002 
20:1(n-11)         
20:1(n-9)         
20:1(n-7)         
         
18:2(n-6) 10,67 0,006  10,32 0,004  10,39 0,007 
18:2(n-4)         
18:3(n-6)         
18:3(n-3) 0,83 0,001  0,78 0,000  1,13 0,000 
18:4(n-3)         
20:2(n-6)         
20:3(n-6)         
20:4(N-6)-d8 4,84 0,004  6,55 0,002  5,30 0,002 
20:4(n-6)         
20:4(n-3)         
20:5(n-3)         
21:4(n-6)         
21:5(n-3)         
22:4(n-6)         
22:5(n-6)         
22:5(n-3)         
22:6(n-3)         
         
SATURADOS 14,34 0,008  14,26 0,008  15,51 0,010 
MONOINSAT. 69,31 0,039  68,09 0,029  67,67 0,049 
POLIINSAT. 16,35 0,009  17,65 0,007  16,82 0,009 
         
Tot. (n-3) 0,83 0,001  0,78 0,000  1,13 0,000 
Tot. (n-6) 15,51 0,009  16,86 0,006  15,69 0,009 
         
(n-3)/(n-6) 0,054  0,046  0,072 
         
Tot. pg/µcáp 1,17 0,055  1,21 0,044  1,05 0,066 
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  Las diferencias encontradas en los porcentajes de ácidos grasos y en 
la cantidad total, a lo largo de su almacenamiento, son debidas al error en 
la manipulación de las muestras al realizar los análisis (10 %) expuesto en 
el capítulo de Material y Métodos. 
 
  En este estudio dejamos claro la eficacia del almacenamiento, al no 
existir pérdidas considerables a lo largo de los 21 días de seguimiento. 
 
  2.- PARA CONFIRMAR INGESTIÓN Y DIGESTIÓN DE LAS MICROCÁP-
SULAS 
 
 MICROCÁPSULAS CON COLORANTE DE CUBIERTA 
 
  Para corroborar que las microcápsulas fueron ingeridas y digeridas 
por las larvas, se hicieron microcápsulas con colorante de cubierta (FITC) y 
se observaron con microscopio fluorescente (Nóvoa y col., 2002).  
 
  En la fotografía de la Figura 22 se comprueba la ingestión de las 















  Fig. 22: Larva de Venerupis pullastra después de ser alimentada con microcápsulas 
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  En la Figura 23 se muestra una secuencia de imágenes donde se ve 
en un primer momento, una fluorescencia (color verdoso) que demuestra su 
acúmulo o ingestión y que posteriormente dicha fluorescencia desaparece, 
confirmando que están siendo digeridas. 
 
 
  Fig. 23: Serie de fotografías (A-C) obtenidas con microscopio de fluorescencia a lo 
largo de un período de 20 minutos. Se observa la desaparición del color verde fluorescente. 
Foto de J.L. Rodríguez. 
 
  Con estos resultados, expuestos en la publicación realizada por 
nuestro equipo (Apéndice), podemos afirmar que existe ingestión y 
digestión de las microcápsulas de gelatina-acacia por parte de las larvas de 
almeja babosa. 
 
 3.2.- In Vivo 
 
  1.- PARA CONFIRMAR LA ASIMILACIÓN DE LAS MICROCÁPSULAS 
POR LAS LARVAS 
 
 EXPERIENCIA RÁPIDA CON MICROCÁPSULAS FABRICADAS EN EL 
AÑO 2000 (Publicación Apéndice) 
 
  En este trabajo queda demostrada la incorporación en las larvas 
alimentadas exclusivamente con *AAGAM, del 20:4(n-6)-d8 en las frac-
A/           B/     C/ 
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ciones de lípidos polares y neutros (0,10 y 0,12 ng/larva, respectivamen-
te).  
 
  La cantidad del ácido graso principal en el aceite de oliva, 18:1 (n-
9), también aumenta en los lípidos neutros y polares cuando se compara las 
larvas en ayuno: 1,08 ng/larva frente a 0,33 en lípidos neutros y 0,66 
ng/larva frente 0,28 en lípidos polares.  
 
  Los porcentajes de incorporación del 20:4(n-6)-d8 son casi iguales 
en ambas fracciones de lípidos, el 4,30 % para los lípidos polares y 4,80 % 
para los lípidos neutros, mientras que para el 18:1 (n-9) observamos una 
acumulación selectiva en la fracción neutra (2,53 %), siendo menor el 
transvase a lípidos polares (1,31 %). 
 
  Con estos datos podemos decir que, la asimilación de los ácidos 
grasos aportados por las microcápsulas se verifica a dos niveles: 
 
   1.- En primer lugar por el aporte de un ácido graso exógeno 
que no se encuentra en el organismo por estar formulado en su forma 
deuterada [20:4(n-6)-d8]. Su presencia en el organismo al ser detectado 
mediante cromatografía de gases, puesto que es claramente distinguible de 
la forma no deuterada por sus diferentes tiempos de retención, nos informa 
de su asimilación, tanto en reservas (fracción lípidos neutros), como en 
membranas (fracción lípidos polares) 
 
   2.- En segundo lugar obtenemos incrementos importantes del 
ácido graso mayoritario aportado en las microcápsulas [18:1(n-9)] que sí 
está presente de forma natural en el organismo. Esto se demuestra por los 
aumentos en el contenido del ácido oleico, sobretodo en la fracción de 
lípidos neutros, de las larvas alimentadas con *AAGAM, frente a las some-
tidas a ayuno  
 
  Observamos diferencias en las tasas de asimilación tanto a nivel de 
las fracciones lipídicas (de reserva y de membrana), como a nivel del ácido 
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de ácido graso. El ácido araquidónico se asimila de forma equivalente en 
ambas fracciones, mientras que el oleico se acumula preferencialmente en 
la fracción neutra.  
 
  Por otra parte para explicar estas diferencias, sí juega un papel 
importante la cantidad aportada de cada ácido graso por microcápsula 
puesto que, cuanta más cantidad se aporta por larva, mayor es la tendencia 
a almacenarla en lípidos neutros (es el caso del ácido oleico).    
 
 EXPERIENCIA DE 24 HORAS CON MICROCÁPSULAS FABRICADAS 
EN EL AÑO 2002 
 
  Para reafirmar que los ácidos grasos encapsulados son asimilados 
por las larvas, se realiza ésta experiencia en condiciones más reales de 
cultivo y en la que la alimentación dura más tiempo. 
 
  La dieta aplicada está reflejada en la Tabla XXXIII donde se 
muestran los contenidos de ácidos grasos (ng por larva).  
 
  A cada individuo de la experiencia se le proporcionaron 13,19 ng de 
ácidos grasos totales, de los cuales 8,82 ng son de 18:1(n-9) y 0,64 ng de 
20:4(n-6)d8. 
 
  En este caso la cantidad total de ácidos grasos de la dieta aportada 
por las microcápsulas es mucho menor que en la experiencia anterior (45,4 
ng por larva), esto es debido fundamentalmente, a que en este nuevo 
estudio, la prueba realizada intenta ajustarse a una situación real del cultivo 
de la almeja babosa por lo que, la cantidad de ácidos grasos aportados es 
disminuida para adaptarse a éstas condiciones reales. 
 
  En consecuencia, la cantidad de 18:1(n-9) y de 20:4(n-6)-d8 
aportado por larva también es menor, pero la proporción entre ambos se 
respeta, siendo el porcentaje del primero bastante mayor en las dos expe-
riencias. 
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  Tabla XXXIII: Composición en ácidos grasos de la dieta (60 equivalentes de 
microcápsulas con aceite de oliva y ácido araquidónico deuterado) expresado en ng por 
larva. Composición en ácidos grasos en las fracciones de lípidos polares y neutros de las 
larvas sometidas a ayuno y a la dieta con microcápsulas (ng/larva). Los datos se corres-
ponden a la media, siendo n=3. 
 
 
  En esta Tabla también se exponen los datos de la composición en 
ácidos grasos de las larvas sometidas a ayuno y las expuestas a la dieta con 
microcápsulas en las fracciones de lípidos polares y neutros.  
 
  Vemos claramente la asimilación del *AA en las larvas que comieron 
las microcápsulas frente a las que estuvieron en ayuno (0,062 ng/larva en 
LP y 0,117 ng/larva en LN).  
 
  El ácido oleico del aceite de oliva también es asimilado tanto en la 
fracción polar como neutra, puesto que tenemos valores de 0,45 ng/larva y 
                      ng/larva 
















Ác. Grasos Media Std  Media Std  Media Std  Media Std  Media Std 
16:0 1,54 0,07  1,76 0,23  1,32 0,17  1,10 0,08  1,84 0,23 
18:0 0,36 0,02  0,78 0,03  0,70 0,03  0,39 0,05  0,58 0,04 
               
18:1(n-9) 8,82 0,42  0,45 0,05  0,65 0,01  0,71 0,04  3,37 0,32 
18:1(n-7) 0,33 0,02  0,47 0,08  0,33 0,02  0,42 0,02  0,69 0,08 
20:1(n-9) 0,00 0,00  0,26 0,03  0,19 0,02  0,12 0,00  0,20 0,01 
               
18:2(n-6) 1,41 0,07  0,13 0,01  0,14 0,00  0,41 0,05  0,71 0,02 
18:3(n-3) 0,11 0,01  0,32 0,04  0,31 0,03  0,22 0,02  0,32 0,05 
20:4(N-6)-d8 0,64 0,05  0,00 0,00  0,06 0,01  0,00 0,00  0,12 0,02 
20:4(N-6) 0,00 0,00  0,16 0,02  0,10 0,01  0,07 0,00  0,10 0,01 
20:5(n-3) 0,00 0,00  0,27 0,04  0,20 0,02  0,16 0,00  0,26 0,03 
22:6(n-3) 0,00 0,00  1,99 0,14  1,51 0,09  0,37 0,01  0,59 0,10 
               
SATURADOS 1,89 0,09  3,84 0,35  2,14 0,24  2,02 0,11  3,05 0,36 
MONOINSAT. 9,14 0,44  1,28 0,15  1,49 0,09  1,66 0,07  5,71 0,81 
POLIINSAT. 2,16 0,10  5,19 0,48  4,50 0,16  2,26 0,11  3,43 0,00 
               
Tot. (n-3) 0,11 0,01  3,11 0,19  2,42 0,56  1,29 0,01  1,90 0,06 
Tot. (n-6) 2,05 0,10  1,15 0,18  0,88 0,17  0,75 0,08  1,24 0,04 
               
(n-3)/(n-6) 0,05  2,70  2,74  1,73  1,53 
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0,71 ng/larva, respectivamente en los individuos que no comieron, frente a 
0,65 ng/larva y 3,37 ng/larva en los que comieron las micropartículas. 
 
  De igual forma, en los restantes ácidos grasos aportados y en el 
total, se detectan asimilaciones en ésta fracción de lípidos de reserva. 
 
  La tasa de incorporación de los ácidos grasos estudiados, expresada 
en porcentaje, se representa en la Figura 24. La fórmula para calcular este 
parámetro es la siguiente: 
 
                                                      (*AAGAM–Ayuno)larvas ng AGx larva-1       
 Tasa de incorporación AGx (%) =   
_______________________________________________  x  100        



















  Fig. 24: Tasas de incorporación (%) de los principales ácidos grasos asimilados en 
las fracciones de lípidos polares y neutros, por parte de las larvas de almeja babosa 
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  Los principales ácidos grasos aportados en las microcápsulas 
fabricadas nuevamente son incorporados por las larvas, tanto en la fracción 
de lípidos polares como neutros, pero en estos últimos, parece que de una 
forma más acusada.  
 
  El porcentaje de incorporación para el 18:1 (n-9) es de  2,3 % para 
lípidos polares y de 30,2 % para los neutros. En el caso del *AA, las tasas 
son de 9,7 y 18,3, respectivamente. 
 
  Las diferencias son más claras entre las dos fracciones en esta 
nueva prueba. La posible causa puede ser que las experiencias son 
distintas, sobretodo en el tiempo de exposición a las microcápsulas (24 
horas frente a 12 horas). Diferencia que se acentúa, dado que las larvas  
que se alimentaron sólo durante 12 horas, también sufrieron otras 12 horas 
de ayuno antes de ser recogidas para su análisis. 
 
  En cualquier caso, los resultados de todas estas experiencias 
realizadas con microcápsulas, permiten confirmar la viabilidad del empleo 
de un alimento artificial en los cultivos de desarrollos larvarios de bivalvos 
marinos, al comprobarse la ingestión, digestión y asimilación del alimento 
aportado en las microcápsulas.  
 
  2.- ENSAYOS COMO SUPLEMENTACIÓN NUTRICIONAL 
 
  Por todo lo visto, las microcápsulas van a permitir incorporar, de 
forma específica, aquellas sustancias que van a estar ausentes o presentes, 
pero en bajas cantidades, en una alimentación habitual basada en micro-
algas. 
 
  Resta estudiar el comportamiento de las larvas de la almeja babosa 
expuestas a la incorporación en su dieta de las GAM, fabricadas con distin-
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 SEGUIMIENTO DE TASAS DE CRECIMIENTO Y MORTALIDAD DE 
UN DESARROLLO LARVARIO CON DIETAS DE MICROALGAS Y MIXTA 
 
  Se utilizan las mismas microcápsulas fabricadas con las distintas 
grasas de peces (atún, caballa y sardina) y de aceite de hígado de bacalao. 
 
  Al realizar el seguimiento del cultivo durante 10 días, por una parte 
encontramos que las mortalidades en todos los casos no presentan 
porcentajes relevantes (9-14 %), en consecuencia, parece que las micro-
cápsulas no son nocivas para las larvas. 
 
  De todas formas observamos que las menores mortalidades las 
presentan las larvas que fueron alimentadas con GAM de grasa de atún y 
caballa (9 %) frente a las alimentadas con GAM de aceite de hígado de 
bacalao (14 %).  
 
  Esto puede deberse a que las primeras son más pequeñas e incor-
poran menos cantidad de lípidos (2,23 pg/µcap y 1,88 pg/µcap, 
respectivamente) frente a los 7,09 pg/µcáp de las AHB. Por otra parte, éstas 
últimas tienen un tamaño bastante mayor (8,5 µm frente 5 µm). 
 
  Consecuentemente las GAMs no son tóxicas para las larvas puesto 
que no existen mortalidades exageradas pero, es mejor obtener micropar-
tículas más pequeñas y con menor contenido lipídico. 
 
  En la Figura 25 se representan los datos de los distintos  
crecimientos en longitud de las larvas sometidas a una alimentación con 
fitoplancton y las sometidas a una dieta con las microcápsulas, que 
incorporaban distintas grasas (atún, caballa y sardina) y el aceite de hígado 
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 Fig. 25: Representación de los crecimientos alcanzados por las larvas sometidas a la 
alimentación con fitoplancton (control) y con dieta mixta con fitoplancton y microcápsulas de 
distinta composición lipídica, al cabo de diez días (datos en µm). Los datos se corresponden 
a la media (n=100). 
 
  Se realizó un análisis estadístico utilizando la prueba ANOVA, que 
determina si existen diferencias significativas entre los datos (n=100) de los 
crecimientos obtenidos al final de la prueba (10 días). Se compararon los 
tamaños en longitud de las conchas de las larvas alimentadas con la dieta 
basada solamente en fitoplancton (control) y las dietas mixtas (fitoplancton 
+ microcápsulas con distintas grasas y AHB). Se utilizó el paquete estadísti-
co SPSS para Windows versión 13.0®. 
 
  El resultado de este estudio se muestra en la Tabla XXXIV, donde se 
exponen los resultados de las medias de los datos (n=100) y su desviación 
típica. La comparación del cultivo control (fitoplancton) con los otros cuatro 
alimentados con dieta mixta, nos da unos datos de significación que 
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  Tabla XXXIV: Estudio estadístico de las diferencias significativas (ANOVA, P<0,05).  
 




Fitoplancton 100 247,99 19,8   
µcáp. Caballa 100 243,93 16,6 µcáp. Caballa 0,110 
µcáp. Atún 100 254,38 16,5 µcáp. Atún* 0,012 
µcáp. Sardina 100 246,89 16,3 µcáp. Sardina 0,664 
µcáp. Bacalao 100 256,34 19,9 µcáp. Bacalao* 0,001 













  Según este análisis, partiendo de larvas de 230±20,3 µm y 
poniendo como control a la dieta basada en fitoplancton, existen diferencias 
significativas al 95 % de confianza con las dietas aplicadas de microcápsulas 
de atún y, sobretodo de hígado de bacalao. Se obtienen datos finales de 
254±16,5 y 256±19,9 µm, respectivamente frente a las 248±19,8 µm del 
fitoplancton. 
 
  Por lo tanto pueden ser aportadas como suplemento alimenticio 
variando su contenido lipídico dependiendo de las demandas que, como 
acabamos de ver en el apartado de las evoluciones en ácidos grasos, varían 
según las transformaciones que tienen lugar a lo largo de los desarrollos 
larvarios de las distintas especies de bivalvos a cultivar. Quedan así 
confirmados otros estudios nutricionales anteriores con bivalvos marinos 
(Chu y col., 1982, 1987; Southgate, 1988; Numaguchi y Nell, 1991; Knauer 
y Southgate, 1997a, 1997b). 
 
  Durante los períodos en los que se requiera un alto gasto energé-
tico, serían adecuadas las microcápsulas que aportan SAFAs y MUFAs.  
 
  En las especies y en las fases cuya estrategia principal sea la 
creación de nuevas membranas y la reestructuración de órganos y tejidos, 
se requerirán microcápsulas que aporten mayoritariamente PUFAs de la 
serie (n-3), cuyo papel primordial es el de formación de membranas celu-
lares (Sargent y col., 1995). 
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  En cualquier caso, según lo visto en los anteriores apartados, en las 
microcápsulas suministradas a la dieta debería de haber una relación 
equilibrada (1:1) entre SAFAs y PUFAs o en todo caso, una cantidad mayor 
de ácidos grasos saturados, concretamente del 16:0. 
 
  De igual forma un aporte excesivo de PUFAs (n-3) que altere la 
relación ω3/ω6, podría tener un efecto negativo ya que, podrían inhibirse y 
retardarse los procesos lipogénicos responsables de la formación de 
biomembranas, tal como se indica en la Introducción (Clarke, 2001).  
 
  3.- ENSAYOS COMO HERRAMIENTA DE TRABAJO  
 
  Existe además la posibilidad de realizar estudios sobre estrategias 
metabólicas de ácidos grasos y otros compuestos esenciales para obtener 
un buen desarrollo larvario, un buen crecimiento o un efectivo acondicio-
namiento de progenitores en los criaderos.  
 
 SEGUIMIENTO METABÓLICO DEL ÁCIDO OLEICO Y ÁCIDO ARA-
QUIDÓNICO DEUTERADO CON *AAGAMs (Publicación Apéndice) 
 
  La primera prueba de este tipo se hace con *AAGAM  fabricadas en 
el año 2000, con las que se estudia el comportamiento del ácido oleico y 
araquidónico deuterado, a lo largo de 7 días de cultivo (Apéndice). 
 
  Con este ensayo podemos hacer un seguimiento, a lo largo del tiem-
po y en las fracciones de lípidos neutros y polares, de estos dos ácidos 
grasos aportados de forma mayoritaria con las GAM y compararlo con el 
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  Fig.  26: Seguimiento del 18:1(n-9) y del 20:4(n-6)-d8  en las fracciones de lípidos 
neutros y polares de las larvas alimentadas con dieta microalgal y dieta mixta (microalgas + 
*AAGAM) a lo largo de los 7 días que dura la experiencia. Los datos se expresan en ng/larva. 
 
  Como se observa, las larvas que fueron alimentadas con una dieta 
suplementada con *AAGAM, muestran un aumento mayor en la incor-
poración del 18:1(n-9) frente a las que fueron alimentadas con la dieta 
microalgal. Por otra parte, se vuelve a confirmar la asimilación del 20:4(n-
6)-d8  (ácido graso exógeno) en ambas fracciones de lípidos. 
 
  La incorporación obtenida (Tabla XXXV) de los dos ácidos grasos y 
en ambas fracciones lipídicas, en las larvas alimentadas con la dieta algal 
complementada con las *AAGAM, es hallada por la diferencia existente con 
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  Tabla XXXV: Incorporación del ácido araquidónico deuterado y del ácido oleico, en 
las fracciones de lípidos neutros y polares de las larvas alimentadas con la dieta mixta 
(Microalgas + *AAGAM) a lo largo de los siete días que dura la experiencia. Datos expresa-
dos en ng/larva. 
 
  ng/larva 
  18:1(n-9)  20:4(n-6)d8 
  LP  LN  LP  LN 
Día 19 0,48  0,97  0,04  0,04 
Día 21 0,67  2,71  0,07  0,07 
Día 24 0,50  2,71  0,09  0,08 
 
  Con relación al resto de los ácidos grasos aportados por las 
microalgas, la suplementación con las microcápsulas no afecta a la incor-
poración de PUFAs esenciales. Sin embargo, las larvas alimentadas con las 
*AAGAM parecen tener un contenido más alto de ácidos grasos totales 
(AGTs), comparadas con las que fueron sometidas a una dieta solamente 
microalgal. 
 
  Al hallar los porcentajes de incorporación (Tabla XXXVI), con la 
misma fórmula descrita anteriormente, observamos de nuevo como en el 
20:4(n-6)-d8, los perfiles de incorporación son similares en ambas 
fracciones de lípidos a lo largo de la experiencia.  
 
  Pero estos porcentajes son más elevados durante los primeros días 
de la experiencia y disminuyen en los últimos, de 16,3 a 5,6 % en lípidos 
neutros y de 16,7 a 6,1 % en los lípidos polares. Esto no se corresponde 
con las cantidades de este ácido graso deuterado encontradas en las larvas 
ngr/Lv que aumenta de forma contraria sensiblemente. Por lo tanto se 
puede decir que, no por aumentar el contenido de ácidos grasos en la 
alimentación, signifique una respuesta proporcional de su asimilación por 
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  Tabla XXXVI: Porcentajes de incorporación del 18:1(n-9) y del 20:4(n-6)-d8, en 
lípidos neutros y polares de las larvas alimentadas con microalgas + *AAGAM durante los 7 
días de la experiencia. 
 
 % Incorporación 
 18:1(n-9)  20:4(n-6)-d8 
 LP  LN  LP  LN 
Día 19 16,17  33,08  16,74  16,32 
Día 21 7,53  30,71  10,04  9,76 
Día 24 2,84  15,35  6,14  5,58 
 
  La incorporación del 18:1(n-9) es mayor en lípidos neutros que en 
lípidos polares, como ya sucedió en las anteriores experiencias de asimi-
lación. Pero a lo largo de la experiencia, también disminuyó en ambas frac-
ciones, aunque de forma más acusada en los lípidos polares. 
 
  Confirmamos por lo tanto, la posibilidad de usar las microcápsulas 
que contienen los ácidos grasos marcados para estudiar su distribución y 
conversión metabólica en los lípidos estructurales y de reserva.  
 
  De esta forma podemos tener mayor conocimiento de aquellos 
compuestos esenciales, sobretodo lipídicos, en la nutrición de las larvas de 
los cultivos de moluscos bivalvos y así, mejorar los rendimientos de 
producción de semilla, desde la fase de acondicionamiento de progenitores 
y durante los desarrollos larvarios y postlarvarios. 
 
 3.3.- Perspectivas de futuro en el empleo de las microcápsulas 
como complemento alimenticio y como herramienta de estudios 
experimentales 
 
  En la Tabla XXXVII resumimos las tres experiencias con 
microcápsulas que incorporaban un ácido graso natural ya presente en las 
larvas, pero en cantidades mayoritarias [18:1(n-9)] y otro exógeno, 
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Tabla XXXVII: Resumen de las tres experiencias realizadas para demostrar la 
asimilación,  por parte de las larvas de V. pullastra, de las microcápsulas de gelatina-acacia 
que incorporaban 18:1(n-9) y 20:4(n-6)d8. Se exponen los datos y características de dichas 
GAM, se describen las dietas aplicadas y, por último, las incorporaciones (en lípidos neutros 
y polares) halladas por las diferencias de los contenidos de éstos dos ácidos grasos en las 
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  Con estas *AAGAM pudimos demostrar su asimilación y la 
incorporación de estos dos ácidos grasos en las larvas de almeja babosa. 
Para ello realizamos pruebas que utilizaban dietas basadas únicamente en 
las microcápsulas, que se compararon con el estado de ayuno, así como 
pruebas en donde se suministraban dietas mixtas (microalgas + *AAGAM),  
frente a dietas tradicionales con fitoplancton. 
 
  Demostrada la asimilación de las microcápsulas de gelatina-acacia 
por parte de las larvas, de estas tres experiencias también se pueden su-
gerir las siguientes hipótesis: 
 
   1.- La forma de incorporación de los ácidos grasos de los acei-
tes y las grasas encapsuladas, va a ser distinta dependiendo del ácido 
graso. 
 
  En este caso, el 18:1(n-9) parece incorporarse de una forma más 
clara en los lípidos de reserva mientras que el 20:4(n-6)d8, al igual que su 
forma natural (ARA), lo hace de forma equilibrada tanto en los lípidos neu-
tros como polares. 
 
   2.- El aumento en la dieta del ácido oleico provocado por las 
microcápsulas, se ve reflejado en su mayor incorporación por parte de las 
larvas. Sin embargo parece existir un óptimo, es decir, un máximo de incor-
poración que, aunque también se percibe en el *AA, es más acusado en el 
18:1(n-9) puesto que se aporta en mucha mayor cantidad. 
 
  A pesar de la mayor cantidad suministrada de ácido graso a la larva, 
debida a un mayor contenido en las microcápsulas o porque el número de 
raciones va aumentando a lo largo de los días de cultivo, los individuos 
alimentados no ven incrementadas las incorporaciones de dicho ácido graso. 
Esto puede deberse a que existe un máximo que se convierte en el óptimo a 
partir del cual, ya no se observa más incorporación. 
 
   3.- La incorporación en los lípidos neutros y polares podría 
depender igualmente de posibles procesos de transvase de los ácidos gra-
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sos desde las reservas a las estructuras. Esto explicaría las diferencias entre 
el primer y tercer experimento, siendo el ácido oleico el más afectado, dado 
que se aporta en mayor cantidad. 
 
  Por un lado, en la tercera experiencia existe mayor incorporación 
sobretodo en lípidos neutros, que en la primera. Además en esta prueba la 
diferencia de incorporaciones, entre las dos fracciones lipídicas, es mayor. 
 
  La razón de todo esto puede ser que las larvas de la última prueba 
están expuestas durante más tiempo a las microcápsulas, lo que les da 
tiempo a acumular más ácido oleico en reservas. Asimismo las larvas de la 
primera pasan por un período de ayuno de 12 horas antes de ser anali-
zadas, período en el que podría existir ese transvase a estructuras, cosa 
que no ocurre en el último experimento, lo que conlleva a una diferencia 
mayor. 
 
  Las perspectivas de futuro con relación a la investigación con micro-
cápsulas, van a estar fuertemente vinculadas con estas tres hipótesis. 
 
  1.- Podremos utilizar estas microcápsulas para conocer qué ácidos 
grasos son esenciales o están fuertemente vinculados con los buenos 
desarrollos larvarios, tanto a nivel de la alimentación de los progenitores 
para conseguir ovocitos de buena calidad, como a nivel de la alimentación 
aplicada a lo largo de los cultivos 
 
  2.- Nos pueden permitir estudiar el comportamiento metabólico y 
las rutas biosintéticas de estos ácidos grasos, en las distintas fases del 
cultivo larvario y postlarvario de distintas especies de bivalvos, analizando 
su evolución y comprobando: 
 
-   Su diferente incorporación y almacenamiento en las dos frac-
ciones lipídicas (de reserva y de estructuras). 
-   Su diferente papel metabólico, bien como sillares estruc-
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- Su posible transvase de lípidos de reserva a lípidos estruc-
turales. 
 
  3.- Si efectivamente existe un “óptimo” o máxima incorporación, 
con las microcápsulas de gelatina- acacia conseguiríamos calcular el de cada 
uno de los ácidos grasos esenciales y, de esta forma, adecuar la ración del 
alimento aportado a cada una de las fases de los cultivos 
 
  4.- Con los resultados de todos estos estudios, estaríamos en condi-
ciones de investigar la posibilidad de utilizar las microcápsulas como suple-
mento nutricional al fitoplancton en los cultivos de bivalvos marinos. Para 
ello deberíamos tener en cuenta: 
 
- Que su fabricación debe de tender a conseguir micropartículas 
pequeñas y con poco contenido lipídico. 
- Que según las especies de bivalvos que se alimenten y según 
en qué fase de su cultivo, los ácidos grasos que se incorporen deben 
ajustarse a sus necesidades. En este punto nos serán muy útiles, los datos 
obtenidos con las investigaciones anteriores realizadas con las micro-
cápsulas y también, los estudios de las evoluciones de los ácidos grasos a lo 
largo de los desarrollos larvarios y postlarvarios de las especies alimen-
tadas. 
- En todo caso, según lo visto hasta ahora para la almeja 
babosa, la relación SAFAs/PUFAs debe de ser equilibrada (1:1) y, no deben 
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V- APÉNDICE 
 
 1.- TABLAS 
 
 1.1.- ALMEJA BABOSA 
 
  1.1.1- Ovocito 
 
  1.1.1.1.- Lípidos Polares 
 
  Tabla XXXVIII: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng ovocito-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
Hv LP CULTIVOS BUENOS 
 %  ng ovocito-1 
 1   2   1   2 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 1,01 ± 0,15  0,42 ± 0,05  0,008 ± 0,001  0,004 ± 0,001 
16:0 20,78 ± 0,30  15,14 ± 0,04  0,164 ± 0,007  0,127 ± 0,009 
18:0 6,15 ± 0,09  5,50 ± 0,09   0,049 ± 0,002  0,046 ± 0,004 
        
16:1(n-7) 1,33 ± 0,05  0,78 ± 0,03  0,011 ± 0,001  0,007 ± 0,001 
18:1(n-9) 3,29 ± 0,08  2,87 ± 0,05  0,026 ± 0,001  0,024 ± 0,001 
18:1(n-7) 2,03 ± 0,06  1,56 ± 0,12  0,016 ± 0,000  0,013 ± 0,000 
20:1(n-11) 0,76 ± 0,02  0,42 ± 0,05   0,006 ± 0,000  0,004 ± 0,001 
20:1(n-9) 2,34 ± 0,02  1,79 ± 0,03  0,019 ± 0,001  0,015 ± 0,001 
20:1(n-7) 0,70 ± 0,11  0,36 ± 0,03  0,006 ± 0,001  0,003 ± 0,000 
        
18:2(n-6) 2,34 ± 0,02  2,39 ± 0,01  0,019 ± 0,001  0,020 ± 0,001 
18:2(n-4)        
18:3(n-6) 0,13 ± 0,00  0,23 ± 0,15  0,001 ± 0,000  0,002 ± 0,001 
18:3(n-3) 3,05 ± 0,63  0,54 ± 0,04   0,024 ± 0,004  0,005 ± 0,001 
18:4(n-3) 1,14 ± 0,03  0,54 ± 0,54  0,009 ± 0,000  0,005 ± 0,001 
20:2(n-6) 2,48 ± 0,34  1,14 ± 0,00  0,020 ± 0,002  0,010 ± 0,001 
20:3(n-6) 0,13 ± 0,00  0,12 ± 0,01  0,001 ± 0,000  0,001 ± 0,000 
ARA 3,16 ± 0,27  4,31 ± 0,01  0,025 ± 0,003  0,036 ± 0,003 
20:4(n-3) 0,38 ± 0,01  0,30 ± 0,06  0,003 ± 0,000  0,003 ± 0,001 
EPA 16,47 ± 0,42  15,75 ± 0,26  0,130 ± 0,007  0,132 ± 0,008 
21:4(n-6)   0,77 ± 0,20    0,007 ± 0,002 
21:5(n-3) 1,71 ± 0,04  1,20 ± 0,09  0,014 ± 0,001  0,010 ± 0,000 
22:4(n-6)   1,91 ± 0,03    0,016 ± 0,001 
22:5(n-6) 1,27 ± 0,04  2,99 ± 0,06   0,010 ± 0,000  0,025 ± 0,001 
22:5(n-3) 3,75 ± 0,73  4,19 ± 0,15  0,030 ± 0,005  0,035 ± 0,001 
DHA 25,59 ± 0,52  34,77 ± 0,00  0,202 ± 0,010  0,291 ± 0,022 
        
Tot. SAT. 27,94 ± 0,54  21,10 ± 0,11  0,221 ± 0,011  0,177 ± 0,014 
        
Tot. MONO. 10,46 ± 0,03  7,78 ± 0,08  0,084 ± 0,002  0,066 ± 0,004 
Tot. (n-9) 5,64 ± 0,11  4,67 ± 0,01  0,045 ± 0,002  0,039 ± 0,003 
Tot. (n-7) 4,06 ± 0,12  2,70 ± 0,12  0,033 ± 0,000  0,023 ± 0,001 
        
Tot. POLI. 61,60 ± 0,51  71,16 ± 0,03  0,488 ± 0.010  0,598 ± 0,045 
Tot. (n-6) 9,51 ± 0,09  13,87 ± 0,31  0,076 ± 0,001  0,117 ± 0,011 
Tot. (n-3) 52,10 ± 0,42  57,28 ± 0,34  0,412 ± 0,008  0,481 ± 0,033 
n-3/n-6     5,4  4,1 
        
Tot. ng x ovocito-1         0,793 ± 0,023   0,841 ± 0,063 
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  Tabla XXXIX: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng ovocito-1) para dos cultivos malos (3 y 4). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
Hv LP CULTIVOS MALOS 
 %  ng ovocito-1 
 3   4   3   4 
Ácidos Grasos Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD 
14:0 0,47 ± 0,52  0,67 ± 0,15  0,005 ± 0,005  0,002 ± 0,000 
16:0 23,21 ± 1,57  19,50 ± 0,81  0,230 ± 0,004  0,060 ± 0,011 
18:0 6,63 ± 0,85  9,06 ± 0,83  0,066 ± 0,005  0,028 ± 0,004 
        
16:1(n-7) 1,11 ± 0,06  1,09 ± 0,45  0,011 ± 0,000  0,004 ± 0,002 
18:1(n-9) 0,91 ± 0,05  2,87 ± 0,86  0,009 ± 0,000  0,009 ± 0,001 
18:1(n-7) 1,71 ± 0,05  1,95 ± 0,03  0,017 ± 0,001  0,006 ± 0,001 
20:1(n-11) 0,46 ± 0,10  1,00 ± 0,22  0,005 ± 0,001  0,003 ± 0,000 
20:1(n-9) 1,06 ± 0,02  1,43 ± 0,38   0,011 ± 0,001  0,005 ± 0,002 
20:1(n-7) 1,11 ± 0,23  1,14 ± 0,02  0,011 ± 0,003  0,004 ± 0,001 
        
18:2(n-6) 0,35 ± 0,05   1,00 ± 0,22  0,004 ± 0,001  0,003 ± 0,000 
18:2(n-4) 0,20 ± 0,13  0,14 ± 0,20  0,002 ± 0,001  0,001 ± 0,000 
18:3(n-6) 0,10 ± 0,01    0,001 ± 0,000   
18:3(n-3) 0,66 ± 0,04  0,48 ± 0,13  0,007 ± 0,001  0,002 ± 0,001 
18:4(n-3) 1,47 ± 0,15  0,62 ± 0,33  0,015 ± 0,001  0,002 ± 0,001 
20:2(n-6) 0,76 ± 0,03  1,62 ± 0,11  0,008 ± 0,001  0,005 ± 0,001 
20:3(n-6) 0,15 ± 0,06  0,28 ± 0,40  0,002 ± 0,001  0,001 ± 0,001 
ARA 2,37 ± 0,05  2,57 ± 0,36  0,024 ± 0,001  0,008 ± 0,003 
20:4(n-3) 0,55 ± 0,04  0,48 ± 0,13  0,006 ± 0,001  0,002 ± 0,001 
EPA 23,41 ± 0,99  23,82 ± 1,47  0,233 ± 0,022  0,074 ± 0,021 
21:4(n-6) 0,21 ± 0,15  0,33 ± 0,07  0,002 ± 0,001  0,001 ± 0,000 
21:5(n-3) 2,17 ± 0,04  1,95 ± 0,03  0,022 ± 0,001  0,006 ± 0,001 
22:4(n-6) 0,91 ± 0,10  1,34 ± 0,29  0,009 ± 0,001  0,004 ± 0,000 
22:5(n-6) 1,11 ± 0,06  1,14 ± 0,02   0,011 ± 0,000  0,004 ± 0,001 
22:5(n-3) 3,12 ± 0,27  5,39 ± 0,03  0,031 ± 0,004  0,017 ± 0,004 
DHA 25,75 ± 1,58  20,12 ± 0,49  0,256 ± 0,029  0,062 ± 0,012 
        
Tot. SAT. 30,31 ± 2,94  29,23 ± 1,79  0,301 ± 0,013  0,090 ± 0,014 
        
Tot. MONO. 6,36 ± 0,10  9,49 ± 0,23   0,064 ± 0,004  0,029 ± 0,006 
Tot. (n-9) 1,97 ± 0,03  4,29 ± 0,48  0,020 ± 0,001  0,013 ± 0,001 
Tot. (n-7) 3,93 ± 0,22  4,19 ± 0,47  0,039 ± 0,004  0,013 ± 0,004 
        
Tot. POLI. 63,33 ± 2,84  61,28 ± 2,03  0,633 ± 0,061  0,192 ± 0,047 
Tot. (n-6) 5,96 ± 0,02  8,29 ± 0,26  0,061 ± 0,003  0,026 ± 0,006 
Tot. (n-3) 57,17 ± 2,73  52,85 ± 1,57  0,570 ± 0,057  0,166 ± 0,040 
n-3/n-6     9,3  6,3 
        
















 - 191 - 
  1.1.1.2.- Lípidos Neutros 
 
  Tabla XL: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayoritarios) 
y cuantitativa (expresada en ng ovocito-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores medios y 
desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
Hv LN CULTIVOS BUENOS 
 %  ng ovocito-1 
 1  2  1  2 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 3,12 ± 0,10  2,19 ± 0,05  0,062 ± 0,001  0,040 ± 0,001 
16:0 18.03 ± 0,68  15,95 ± 0,15  0,359 ± 0,029  0,288 ± 0,009 
18:0 4,77 ± 0,29  4,69 ± 0,15  0,095 ± 0,010  0,085 ± 0,001 
        
16:1(n-7) 7,12 ± 0,01  4,69 ± 0,00  0,142 ± 0,006  0,085 ± 0,004 
18:1(n-9) 15,85 ± 0,17  17,17 ± 0,04  0,315 ± 0,017  0,310 ± 0,012 
18:1(n-7) 5,52 ± 0,00  5,10 ± 0,10  0,110 ± 0,016  0,092 ± 0,006 
20:1(n-11) 0,75 ± 0,11  0,67 ± 0,03  0,015 ± 0,003  0,012 ± 0,000 
20:1(n-9) 2,31 ± 0,18  1,80 ± 0,04  0,046 ± 0,006  0,033 ± 0,001 
20:1(n-7) 0,40 ± 0,02  0,33 ± 0,01  0,008 ± 0,000  0,006 ± 0,000 
        
18:2(n-6) 10,98 ± 0,41  11,32 ± 0,08  0,218 ± 0,001  0,204 ± 0,010 
18:2(n-4) 0.40 ± 0,02  0,42 ± 0,02  0,008 ± 0,000  0,008 ± 0,001 
18:3(n-6) 0,23 ± 0,03  0,25 ± 0,03  0,005 ± 0,001  0,005 ± 0,001 
18:3(n-3) 1,89 ± 0,19  1,83 ± 0,08  0,038 ± 0,002  0,033 ± 0,003 
18:4(n-3) 2,99 ± 0,05  2,25 ± 0,03  0,060 ± 0,004  0,041 ± 0,002 
20:2(n-6) 3,35 ± 0,03  2,80 ± 0,08  0,067 ± 0,004  0,051 ± 0,001 
20:3(n-6) 0,38 ± 0,09  0,25 ± 0,03  0,008 ± 0,002  0,005 ± 0,001 
ARA 1,18 ± 0,09  1,75 ± 0,03  0,024 ± 0,001  0,032 ± 0,001 
20:4(n-3) 0,75 ± 0,04  0,67 ± 0,03  0,015 ± 0,001  0,012 ± 0,000 
EPA 10,99 ± 0,90  11,04 ± 0,17  0,218 ± 0,008  0,199 ± 0,011 
21:4(n-6)   0,50 ± 0,02    0,009 ± 0,000 
21:5(n-3) 1,01 ± 0,03  0,92 ± 0,00  0,02 ± 0,001  0,017 ± 0,001 
22:4(n-6)   0,42 ± 0,02    0,008 ± 0,001 
22:5(n-6) 0,20 ± 0,01  0,61 ± 0,03  0,004 ± 0,000  0,011 ± 0,000 
22:5(n-3) 1,15 ± 0,16  1,36 ± 0,02  0,023 ± 0,004  0,025 ± 0,001 
DHA 6,63 ± 0,68  11,04 ± 0,09  0,132 ± 0,008  0,199 ± 0,010 
        
Tot. SAT. 25,90 ± 0,87  22,84 ± 0,35  0,51 ± 0,040  0,413 ± 0,011 
        
Tot. MONO. 31,96 ± 1,00  29,76 ± 0,01  0,636 ± 0,047  0,538 ± 0,022 
Tot. (n-9) 18,16 ± 0,35  18,98 ± 0,08  0,361 ± 0,023  0,342 ± 0,013 
Tot. (n-7) 13,05 ± 0,54  10,12 ± 0,09  0,260 ± 0,022  0,183 ± 0,009 
        
Tot. POLI. 42,14 ± 1,87  47,40 ± 0,36  0,837 ± 0,001  0,859 ± 0,042 
Tot. (n-6) 16,31 ± 0,35  17,89 ± 0,01  0,324 ± 0,007  0,323 ± 0,013 
Tot. (n-3) 25,42 ± 1,50  29,09 ± 0,33  0,505 ± 0,008  0,525 ± 0,028 
n-3/n-6     1,6  1,6 
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  Tabla XLI: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng ovocito-1) para dos cultivos malos (3 y 4). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas. 
 
Hv LN CULTIVOS MALOS 
 %  ng ovocito-1 
 3   4   3   4 
Ácidos Grasos Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD 
14:0 4,21 ± 0,49   3,80 ± 0,56  0,116 ± 0,006  0,014 ± 0,004 
16:0 17,74 ± 2,88  18,80 ± 1,63  0,488 ± 0,001  0,067 ± 0,013 
18:0 4,39 ± 0,80  6,63 ± 1,58  0,121 ± 0,002  0,023 ± 0,003 
        
16:1(n-7) 10,77 ± 0,62  11,57 ± 1,15  0,299 ± 0,032  0,041 ± 0,001 
18:1(n-9) 5,66 ± 1,00  8,20 ± 0,65  0,160 ± 0,054  0,029 ± 0,006 
18:1(n-7) 7,79 ± 1,37  7,37 ± 0,35  0,220 ± 0,074  0,026 ± 0,004 
20:1(n-11) 0,78 ± 0,07  1,01 ± 0,32  0,022 ± 0,006  0,004 ± 0,001 
20:1(n-9) 1,81 ± 0,21  1,96 ± 0,58  0,051 ± 0,014  0,007 ± 0,003 
20:1(n-7) 1,25 ± 0,10  0,99 ± 0,09  0,035 ± 0,008  0,004 ± 0,001 
        
18:2(n-6) 1,51 ± 0,18  4,62 ± 1,34  0,043 ± 0,012  0,016 ± 0,003 
18:2(n-4) 1,10 ± 0,18  1,12 ± 0,27  0,031 ± 0,010  0,004 ± 0,001 
18:3(n-6) 0,19 ± 0,04  0,15 ± 0,22  0,006 ± 0,002  0.001 ± 0,001 
18:3(n-3) 1,85 ± 0,02  0,99 ± 0,09  0,052 ± 0,008  0,004 ± 0,001 
18:4(n-3) 4,54 ± 0,50  1,85 ± 0,01  0,128 ± 0,035  0,007 ± 0,001 
20:2(n-6) 1,84 ± 0,13  2,26 ± 0,14  0,052 ± 0,012  0,008 ± 0,001 
20:3(n-6) 0,36 ± 0,01  0,57 ± 0,07  0,010 ± 0,001  0,002 ± 0,000 
ARA 1,18 ± 0,11  0,83 ± 0,30  0,033 ± 0,008  0,003 ± 0,001 
20:4(n-3) 1,41 ± 0,05  0,86 ± 0,10  0,039 ± 0,008  0,003 ± 0,000 
EPA 18,21 ± 1,23  18,58 ± 0,45  0,510 ± 0,117  0,066 ± 0,009 
21:4(n-6) 0,23 ± 0,01    0,007 ± 0,001   
21:5(n-3) 1,45 ± 0,14  0,99 ± 0,09  0,040 ± 0,003  0,004 ± 0,001 
22:4(n-6) 0,27 ± 0,03  0,29 ± 0,03  0,008 ± 0,002  0,001 ± 0,000 
22:5(n-6) 0,25 ± 0,04  0,29 ± 0,03  0,007 ± 0,000  0,001 ± 0,000 
22:5(n-3) 1,24 ± 0,03  2,03 ± 0,64  0,035 ± 0,005  0,007 ± 0,001 
DHA 9,94 ± 0,18  4,24 ± 0,31  0,277 ± 0,040  0,015 ± 0,003 
        
Tot. SAT. 26,34 ± 4,16  29,23 ± 0,61  0,724 ± 0,004  0,103 ± 0,014 
        
Tot. MONO. 28,07 ± 2,13   31,10 ± 0,19  0,787 ± 0,187  0,110 ± 0,013 
Tot. (n-9) 7,48 ± 1,21   10,16 ± 1,23  0,211 ± 0,068  0,036 ± 0,008 
Tot. (n-7) 19,81 ± 0,84  19,93 ± 0,71  0,554 ± 0,114  0,070 ± 0,006 
        
Tot. POLI. 45,59 ± 2,03  39,68 ± 0,81  1,274 ± 0,264  0,140 ± 0,013 
Tot. (n-6) 5,84 ± 0,44  9,02 ± 1,25  0,164 ± 0,039  0,032 ± 0,001 
Tot. (n-3) 38,65 ±1,41  29,54 ± 0,17  1,080 ± 0,216  0,104 ± 0,013 
n-3/n-6     6,6  3,3 
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  1.1.2.- Larva D 
 
  1.1.2.1.- Lípidos Polares 
 
  Tabla XLII: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
Lv D LP CULTIVOS BUENOS 
 %  ng larva-1 
 1   2   1   2 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 1,43 ± 0,41   1,34 ± 0,39  0,013 ± 0,005  0,023 ± 0,009 
16:0 20,94 ± 1,63  19,08 ± 1,49  0,180 ± 0,006  0,327 ± 0,012 
18:0 6,39 ± 0,07  8,40 ± 0,089  0,055 ± 0,006  0,144 ± 0,015 
        
16:1(n-7) 2,15 ± 0,00  1,23 ± 0,02  0,019 ± 0,002  0,021 ± 0,002 
18:1(n-9) 5,59 ± 0,31  6,07 ± 0,33  0,048 ± 0,003  0,104 ± 0,006 
18:1(n-7) 2,62 ± 0,05  2,51 ± 0,048  0,023 ± 0,002  0,043 ± 0,004 
20:1(n-11) 1,00 ± 0,20  1,11 ± 0,217  0,009 ± 0,002  0,019 ± 0,002 
20:1(n-9) 1,97 ± 0,11  2,10 ± 0,112  0,017 ± 0,003  0,036 ± 0,006 
20:1(n-7) 0,33 ± 0,29  0,47 ± 0,409  0,003 ± 0,003  0,008 ± 0,008 
        
18:2(n-6) 3,55 ± 0,16  3,15 ± 0,14  0,031 ± 0,002  0,054 ± 0,004 
18:2(n-4) 0,65 ± 0,91    0,012   
18:3(n-6) 0,11 ± 0,15  0,58 ± 0,83  0,002  0,010 ± 0,007 
18:3(n-3) 0,70 ± 0,08  1,46 ± 0,17  0,006 ± 0,000  0,025 ± 0,000 
18:4(n-3) 1,01 ± 0,54  0,99 ± 0,53  0,009 ± 0,006  0,017 ± 0,011 
20:2(n-6) 4,08 ± 0,30  3,79 ± 0,28  0,035 ± 0,001  0,065 ± 0,003 
20:3(n-6) 0,35 ± 0,04  0,23 ± 0,03  0,003 ± 0,000  0,004 ± 0,000 
ARA 2,28 ± 0,34  2,86 ± 0,43  0,020 ± 0,001  0,049 ± 0,002 
20:4(n-3) 0,40 ± 0,20  0,35 ± 0,18  0,004 ± 0,002  0,006 ± 0,004 
EPA 9,90 ± 0,46  6,48 ± 0,30  0,085 ± 0,006  0,111 ± 0,007 
21:4(n-6)   1,93 ± 0,00    0,033 ± 0,000 
21:5(n-3) 2,62 ± 0,05  1,87 ± 0,36  0,023 ± 0,002  0,032 ± 0,003 
22:4(n-6) 0,88 ± 1,25  1,81 ± 2,56  0,014  0,031 ± 0,022 
22:5(n-6) 0,75 ± 1,06  2,92 ± 4,13  0,014  0,050 ± 0,035 
22:5(n-3) 4,55 ± 1,62  3,15 ± 1,12  0,040 ± 0,018  0,054 ± 0,025 
DHA 25,75 ± 0,37  26,14 ± 0,38  0,222 ± 0,022  0,448 ± 0,044 
        
Tot. SAT. 28,76 ± 1,29  28,82 ± 1,29  0,247 ± 0,017  0,494 ± 0,034 
        
Tot. MONO. 13,66 ± 0,15  13,48 ± 0,15  0,118 ± 0,012  0,231 ± 0,024 
Tot. (n-9) 7,56 ± 0,20  8,17 ± 0,22  0,065 ± 0,006  0,140 ± 0,012 
Tot. (n-7) 5,10 ± 0,24  4,20 ± 0,20  0,044 ± 0,007  0,072 ± 0,012 
        
Tot. POLI. 57,58 ± 1,44  57,70 ± 1,44  0,497 ± 0,069  0,989 ± 0,137 
Tot. (n-6) 12,01 ± 0,87  17,27 ± 1,25   0,103 ± 0,004  0,296 ± 0,012 
Tot. (n-3) 44,93 ± 1,40  40,43 ± 1,26  0,388 ± 0,056  0,693 ± 0,100 
n-3/n-6     3,8  2,3 
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  Tabla XLIII: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para el cultivo malo (4). Valores medios y 
desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
Lv D LP CULTIVOS MALOS 
 %  ng larva-1 
 3   4   3   4 
Ácidos Grasos Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD 
14:0   1,60 ± 0,46    0,023 ± 0,009 
16:0   26,01 ± 2,029    0,375 ± 0,013 
18:0   17,82 ± 0,19    0,257 ± 0,026 
        
16:1(n-7)   1,60 ± 0,02    0,023 ± 0,003 
18:1(n-9)   3,05 ± 0,17    0,044 ± 0,003 
18:1(n-7)   2,70 ± 0,052    0,039 ± 0,004 
20:1(n-11)   1,04 ± 0,203    0,015 ± 0,001 
20:1(n-9)   1,46 ± 0,078    0,021 ± 0,003 
20:1(n-7)   0,97 ± 0,85    0,014 ± 0,013 
        
18:2(n-6)   1,25 ± 0,055    0,018 ± 0,001 
18:2(n-4)        
18:3(n-6)        
18:3(n-3)   1,73 ± 0,196    0,025 ± 0,000 
18:4(n-3)   0,83 ± 0,45    0,012 ± 0,008 
20:2(n-6)   2,01 ± 0,15    0,029 ± 0,001 
20:3(n-6)   0,83 ± 0,09    0,012 ± 0,000 
ARA   1,66 ± 0,25    0,024 ± 0,001 
20:4(n-3)   0,55 ± 0,28    0,008 ± 0,005 
EPA   10,33 ± 0,49    0,149 ± 0,010 
21:4(n-6)   0,55 ± 0,00    0,008 ± 0,000 
21:5(n-3)   1,80 ± 0,035    0,026 ± 0,002 
22:4(n-6)   1,39 ± 1,96    0,020 ± 0,014 
22:5(n-6)   0,90 ± 1,28    0,013 ± 0,009 
22:5(n-3)   6,03 ± 2,15    0,087 ± 0,040 
DHA   13,87 ± 0,20    0,200 ± 0,020 
        
Tot. SAT.   45,42 ± 2,04    0,655 ± 0,045 
        
Tot. MONO.   10,82 ± 0,12    0,156 ± 0,016 
Tot. (n-9)   4,51 ± 0,12    0,065 ± 0,006 
Tot. (n-7)   5,27 ± 0,25    0,076 ± 0,012 
        
Tot. POLI.   43,76 ± 1,09    0,631 ± 0,087 
Tot. (n-6)   8,60 ± 0,62    0,124 ± 0,005 
Tot. (n-3)   25,16 ± 1,09    0,507 ± 0,073 
n-3/n-6       4,1 
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  1.1.2.2.- Lípidos Neutros 
 
  Tabla XLIV: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
Lv D LN CULTIVOS BUENOS 
 %  ng larva-1 
 1  2  1  2 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 3,30 ± 0,21  3,53 ± 0,24  0,068 ± 0,014  0,074 ± 0,015 
16:0 21,11 ± 1,62  20,44 ± 1,63  0,435 ± 0,028  0,429 ± 0,027 
18:0 5,39 ± 0,31  8,53 ± 0,48  0,111 ± 0,009  0,179 ± 0,015 
        
16:1(n-7) 5,05 ± 0,69  3,67 ± 0,53  0,104 ± 0,030  0,077 ± 0,022 
18:1(n-9) 17,71 ± 0,40  14,91 ± 0,34  0,365 ± 0,044  0,313 ± 0,037 
18:1(n-7) 5,05 ± 0,69  4,67 ± 0,69  0,104 ± 0,030  0,098 ± 0,028 
20:1(n-11) 0,53 ± 0,14  0,86 ± 0,26  0,011 ± 0,001  0,018 ± 0,003 
20:1(n-9) 2,28 ± 0,05  1,72 ± 0,051  0,047 ± 0,006  0,036 ± 0,004 
20:1(n-7) 0,34 ± 0,01  0,33 ± 0,04  0,007 ± 0,001  0,007 ± 0,000 
        
18:2(n-6) 9,70 ± 0,57  8,43 ± 1,02  0,200 ± 0,042  0,177 ± 0,046 
18:2(n-4) 0,24 ± 0,10  0,29 ± 0,11  0,005 ± 0,001   0,006 ± 0,001 
18:3(n-6) 0,39± 0,02  0,24 ± 0,03  0,008 ± 0,001  0,005 ± 0,000 
18:3(n-3) 1,75 ± 0,13  1,91 ± 0,14  0,036 ± 0,008  0,040 ± 0,009 
18:4(n-3) 1,89 ± 0,17  1,81 ± 0,16  0,039 ± 0,009  0,038 ± 0,009 
20:2(n-6) 3,49 ± 0,05  2,43 ± 0,04  0,072 ± 0,009  0,051 ± 0,007 
20:3(n-6) 0,44 ± 0,02  0,43 ± 0,005  0,009 ± 0,001  0,009 ± 0,001 
ARA 1,60 ± 0,01  1,43 ± 0,02  0,033 ± 0,005  0,030 ± 0,005 
20:4(n-3) 0,58 ± 0,05  0,33 ± 0,03  0,012 ± 0,003  0,007 ± 0,002 
EPA 9,46 ± 0,54  5,19 ± 0,32  0,195 ± 0,040  0,109 ± 0,022 
21:4(n-6)   0,91 ± 0,00    0,019 ± 0,000 
21:5(n-3) 1,12 ± 0,22  0,91 ± 0,19  0,023 ± 0,001  0,019 ± 0,001 
22:4(n-6)   0,52 ± 0,00    0,011 ± 0,000 
22:5(n-6) 0,34 ± 0,02  0,57 ± 0,016  0,007 ± 0,001  0,012 ± 0,002 
22:5(n-3) 1,50 ± 0,50  7,00 ± 2,5  0,031 ± 0,006  0,147 ± 0,032 
DHA 6,74 ± 0,73  8,96 ± 1,03  0,139 ± 0,004  0,188 ± 0,005 
        
Tot. SAT. 29,79 ± 1,73  32,49 ± 1,93  0,614 ± 0,051  0,682 ± 0,057 
        
Tot. MONO. 30,96 ± 0,78  26,16 ± 0,68  0,638 ± 0,108  0,549 ± 0,092 
Tot. (n-9) 19,99 ± 0,45  16,63 ± 0,39  0,412 ± 0,049  0,349 ± 0,042 
Tot. (n-7) 10,43 ± 1,37  8,67 ± 1,201  0,215 ± 0,060  0,182 ± 0,051 
        
Tot. POLI. 39,25 ± 0,95  41,35 ± 0,91  0,809 ± 0,151  0,868 ± 0,142 
Tot. (n-6) 15,96 ± 1,61  14,96 ± 1,22  0,329 ± 0,096  0,314 ± 0,070 
Tot. (n-3) 23,05 ± 0,56  26,11 ± 0,69  0,475 ± 0,056  0,548 ± 0,064 
n-3/n-6     1,4  1,8 
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  Tabla XLV: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayorita-
rios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para el cultivo malo (4). Valores medios y 
desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
Lv D LN CULTIVOS MALOS 
 %  ng larva-1 
 3   4   3   4 
Ácidos Grasos Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD 
14:0   3,31 ± 0,217    0,026 ± 0,005 
16:0   20,23 ± 1,614    0,159 ± 0,010 
18:0   9,80 ± 0,56    0,077 ± 0,007 
        
16:1(n-7)   6,62 ± 0,97    0,052 ± 0,015 
18:1(n-9)   9,80 ± 0,22    0,077 ± 0,009 
18:1(n-7)   7,00 ± 1,03    0,055 ± 0,016 
20:1(n-11)   0,89 ± 0,29    0,007 ± 0,001 
20:1(n-9)   2,93 ± 0,09    0,023 ± 0,003 
20:1(n-7)   1,40 ± 0,154    0,011 ± 0,000 
        
18:2(n-6)   7,00 ± 0,85    0,055 ± 0,014 
18:2(n-4)   2,42 ± 0,87    0,019 ± 0,004 
18:3(n-6)         
18:3(n-3)   0,89 ± 0,066    0,007 ± 0,001 
18:4(n-3)   1,02 ± 0,092    0,008 ± 0,002 
20:2(n-6)   2,29 ± 0,034    0,018 ± 0,002 
20:3(n-6)   2,04 ± 0,023    0,016 ± 0,002 
ARA   1,02 ± 0,01    0,008 ± 0,001 
20:4(n-3)   0,89 ± 0,078    0,007 ± 0,002 
EPA   8,78 ± 0,54    0,069 ± 0,014 
21:4(n-6)        
21:5(n-3)   0,51 ± 0,10    0,004 ± 0,000 
22:4(n-6)        
22:5(n-6)        
22:5(n-3)   8,52 ± 2,99    0,067 ± 0,014 
DHA   2,67 ± 0,31    0,021 ± 0,001 
        
Tot. SAT.   33,33 ± 1,98    0,262 ± 0,022 
        
Tot. MONO.   28,63 ± 0,74    0,225 ± 0,038 
Tot. (n-9)   12,72 ± 0,299    0,100 ± 0,012 
Tot. (n-7)   15,01 ± 2,08    0,118 ± 0,033 
        
Tot. POLI.   38,04 ± 0,84    0,299 ± 0,049 
Tot. (n-6)   12,34 ± 1,001    0,097 ± 0,021 
Tot. (n-3)   23,28 ± 0,62    0,183 ± 0,021 
n-3/n-6       1,9 
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  1.1.3.- Larva Veliger temprana (6-8 días) 
 
  1.1.3.1- Lípidos Polares 
 
  Tabla XLVI: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
6-8 días LP CULTIVOS BUENOS 
 %  ng larva-1 
 1 (7 días)   2 (8 días)   1 (7 días)   2 (8 días) 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 1,65 ± 0,35  2,05 ± 0,45  0,050 ± 0,018  0,101 ± 0,037 
16:0 17,87 ± 2,03  20,45 ± 2,33  0,531 ± 0,140  1,009 ± 0,266 
18:0 6,38 ± 0,30  9,50 ± 0,48   0,189 ± 0,037  0,469 ± 0,095 
        
16:1(n-7) 1,37 ± 0,27  2,19 ± 0,44  0,041 ± 0,014  0,108 ± 0,037 
18:1(n-9) 5,10 ± 0,33  3,99 ± 0,25  0,151 ± 0,033  0,197 ± 0,042 
18:1(n-7) 4,08 ± 0,39  4,52 ± 0,42  0,121 ± 0,030  0,223 ± 0,054 
20:1(n-11) 0,76 ± 0,10  0,95 ± 0,11   0,023 ± 0,006  0,047 ± 0,013 
20:1(n-9) 2,60 ± 0,08  2,47 ± 0,086  0,077 ± 0,009  0,122 ± 0,014 
20:1(n-7) 0,61 ± 0,00  0,81 ± 0,017  0,018 ± 0,003  0,040 ± 0,005 
        
18:2(n-6) 2,34 ± 0,20  2,37 ± 0,196  0,070 ± 0,016  0,117 ± 0,027 
18:2(n-4) 0,20 ± 0,02  0,43 ± 0,04  0,006 ± 0,001   0,021 ± 0,003 
18:3(n-6) 0,17 ± 0,02  0,39 ± 0,083  0,005 ± 0,001  0,019 ± 0,007 
18:3(n-3) 3,65 ± 0,69  2,35 ± 0,446   0,109 ± 0,037  0,116 ± 0,039 
18:4(n-3) 1,86 ± 0,10  1,74 ± 0,087  0,055 ± 0,011  0,086 ± 0,017 
20:2(n-6) 5,99 ± 0,19  6,85 ± 0,221  0,176 ± 0,021  0,338 ± 0,040 
20:3(n-6) 0,32 ± 0,03  0,30 ± 0,018  0,010 ± 0,001  0,015 ± 0,001 
ARA 2,04 ± 0,07  2,63 ± 0,097  0,060 ± 0,007  0,130 ± 0,015 
20:4(n-3) 0,36 ± 0,03  0,32 ± 0,013  0,011 ± 0,001  0,016 ± 0,002 
EPA 5,81 ± 0,50  10,05 ± 0,87  0,170 ± 0,011  0,496 ± 0,032 
21:4(n-6) 0,39 ± 0,04  0,91 ± 0,05  0,012 ± 0,001  0,045 ± 0,004 
21:5(n-3) 3,33 ± 0,29  3,14 ± 0,28  0,098 ± 0,006  0,155 ± 0,010 
22:4(n-6)   1,11 ± 0,00    0,055 ± 0,000 
22:5(n-6) 4,63 ± 0,39  3,97 ± 0,35  0,136 ± 0,009  0,196 ± 0,013 
22:5(n-3) 2,56 ± 0,20  0,91 ± 0,072  0,075 ± 0,006  0,045 ± 0,003 
DHA 25,92 ± 2,98  15,58 ± 1,79  0,757 ± 0,028  0,769 ± 0,029 
        
Tot. SAT. 25,90 ± 2,68  32,00 ± 3,37  0,769 ± 0,195  1,579 ± 0,403 
        
Tot. MONO. 14,52 ± 1,01  14,93 ± 0,99  0,430 ± 0,095  0,737 ± 0,160 
Tot. (n-9) 7,70 ± 0,24  6,46 ± 0,196  0,228 ± 0,042  0,319 ± 0,058 
Tot. (n-7) 6,06 ± 0,66  7,52 ± 0,79  0,180 ± 0,047  0,371 ± 0,095 
        
Tot. POLI. 59,58 ± 3,69  53,07 ± 3,29  1,747 ± 0,158  2,619 ± 0,237 
Tot. (n-6) 15,89 ± 0,50  18,54 ± 0,57  0,467 ± 0,057  0,915 ± 0,111 
Tot. (n-3) 43,49 ± 3,21  34,10 ± 2,51  1,274 ± 0,100  1,683 ± 0,132 
n-3/n-6     2,7  1,8 
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  Tabla XLVII: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para el cultivo malo (3). Valores medios y 
desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
6 días LP CULTIVOS MALOS 
 %  ng larva-1 
 3 (6 días)   4   3 (6 días)   4 
Ácidos Grasos Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD 
14:0 1,63 ± 0,57    0,025 ± 0,013   
16:0 18,65 ± 1,75    0,278 ± 0,071   
18:0 6,93 ± 1,03    0,104 ± 0,032   
        
16:1(n-7) 1,76 ± 0,21    0,026 ± 0,007   
18:1(n-9) 3,83 ± 0,61    0,056 ± 0,000   
18:1(n-7) 4,18 ± 0,35    0,063 ± 0,015   
20:1(n-11) 0,97 ± 0,35    0,015 ± 0,007   
20:1(n-9) 1,31 ± 0,01    0,020 ± 0,004   
20:1(n-7) 0,61 ± 0,32    0,009 ± 0,006   
        
18:2(n-6) 2,42 ± 0,26    0,036 ± 0,002   
18:2(n-4) 0,24 ± 0,08    0,004 ± 0,001   
18:3(n-6) 0,67 ± 0,10    0,010 ± 0,000   
18:3(n-3) 3,54 ± 0,45    0,053 ± 0,016   
18:4(n-3) 3,11 ± 0,74    0,046 ± 0,004   
20:2(n-6) 3,93 ± 0,54    0,058 ± 0,001   
20:3(n-6) 0,25 ± 0,35    0,004 ± 0,006   
ARA 1,09 ± 0,17    0,016 ± 0,000   
20:4(n-3) 0,48 ± 0,03    0,008 ± 0,001   
EPA 4,06 ± 0,00    0,060 ± 0,010   
21:4(n-6) 0,66 ± 0,58    0,011 ± 0,011   
21:5(n-3) 2,95 ± 0,07    0,044 ± 0,008   
22:4(n-6) 0,97 ± 0,04    0,015 ± 0,002   
22:5(n-6) 3,78 ± 0,16    0,056 ± 0,007   
22:5(n-3) 2,30 ± 0,12    0,034 ± 0,004   
DHA 29,67 ± 3,17    0,436 ± 0,024   
        
Tot. SAT. 27,20 ± 3,34    0,407 ± 0,115   
        
Tot. MONO. 12,66 ± 0,62    0,188 ± 0,039   
Tot. (n-9) 5,14 ± 0,60    0,075 ± 0,003   
Tot. (n-7) 6,55 ± 0,87    0,098 ± 0,029   
        
Tot. POLI. 60,13± 3,96    0,886 ± 0,085   
Tot. (n-6) 13,78 ± 0,35    0,204 ± 0,028   
Tot. (n-3) 46,11 ± 3,54    0,679 ± 0,058   
n-3/n-6     3,3   
        
















 - 199 - 
  1.1.3.2- Lípidos Neutros 
 
  Tabla XLVIII: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores me-
dios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
6-8 días LN CULTIVOS BUENOS 
 %  ng larva-1 
 1 (7 días)   2 (8 días)   1 (7 días)   2 (8 días) 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 7,91 ± 1,10  13,01 ± 1,14  0,201 ± 0,036  0,917 ± 0,017 
16:0 12,65 ± 0,27  18,29 ± 1,78  0,320 ± 0,006  1,289 ± 0,011 
18:0 4,06 ± 0,19  5,67 ± 0,02   0,103 ± 0,001  0,402 ± 0,044 
        
16:1(n-7) 5,34 ± 0,29  6,41 ± 1,68  0,135 ± 0,013  0,460 ± 0,167 
18:1(n-9) 12,39 ± 0,11  7,78 ± 1,87  0,313 ± 0,016  0,558 ± 0,191 
18:1(n-7) 4,89 ± 0,05  5,24 ± 1,39  0,124 ± 0,006  0,377 ± 0,138 
20:1(n-11) 0,24 ± 0,05  0,33 ± 0,20   0,006 ± 0,001  0,024 ± 0,017 
20:1(n-9) 1,27 ± 0,06  0,86 ± 0,14  0,032 ± 0,003  0,062 ± 0,016 
20:1(n-7) 0,24 ± 0,01  0,26 ± 0,03  0,006 ± 0,000  0,018 ± 0,000 
        
18:2(n-6) 10,16 ± 0,48  8,75 ± 0,52  0,257 ± 0,023  0,618 ± 0,029 
18:2(n-4) 0,26 ± 0,02  1,12 ± 0,60  0,007 ± 0,001   0,077 ± 0,034 
18:3(n-6) 0,20 ± 0,01  0,53 ± 0,21  0,005 ± 0,000  0,039 ± 0,019 
18:3(n-3) 7,77 ± 0,54  6,07 ± 0,74   0,196 ± 0,006  0,427 ± 0,007 
18:4(n-3) 7,25 ± 0,41  5,11 ± 0,28  0,183 ± 0,003  0,361 ± 0,018 
20:2(n-6) 3,07 ± 0,21  1,95 ± 0,84  0,078 ± 0,002  0,142 ± 0,074 
20:3(n-6) 0,44 ± 0,02  0,15 ± 0,05  0,011 ± 0,000  0,011 ± 0,005 
ARA 0,85 ± 0,11  0,92 ± 0,56  0,022 ± 0,004  0,067 ± 0,047 
20:4(n-3) 0,24 ± 0,01  0,16 ± 0,11  0,006 ± 0,000  0,012 ± 0,009 
EPA 4,02 ± 0,08  6,52 ± 0,56  0,102 ± 0,002  0,460 ± 0,009 
21:4(n-6)   0,48 ± 0,01    0,034 ± 0,003 
21:5(n-3) 0,69 ± 0,06  0,56 ± 0,31  0,018 ± 0,002  0,039 ± 0,018 
22:4(n-6)   0,49 ± 0,19    0,034 ± 0,010 
22:5(n-6) 2,14 ± 0,14  1,47 ± 0,62   0,054 ± 0,001  0,102 ± 0,033 
22:5(n-3) 1,49 ± 0,42  2,84 ± 0,02  0,038 ± 0,009  0,201 ± 0,020 
DHA 12,43 ± 0,00  5,06 ± 0,29  0,314 ± 0,013  0,357 ± 0,017 
        
Tot. SAT. 24,63 ± 0,64  36,97 ± 2,90  0,624 ± 0,042  2,608 ± 0,071 
        
Tot. MONO. 24,36 ± 0,54  20,87 ± 5,26  0,616 ± 0,039  1,499 ± 0,529 
Tot. (n-9) 13,65 ± 0,17  8,64 ± 2,01  0,345 ± 0,018  0,620 ± 0,207 
Tot. (n-7) 10,46 ± 0,33  11,90 ± 3,04  0,265 ± 0,019  0,855 ± 0,305 
        
Tot. POLI. 51,01 ± 1,19  42,16 ± 2,36  1,291 ± 0,023  2,981 ± 0,148 
Tot. (n-6) 16,86 ± 0,21  14,73 ± 0,33  0,427 ± 0,023  1,047 ± 0,134 
Tot. (n-3) 33,90 ± 1,41  26,31 ± 2,09  0,857 ± 0,001  1,857 ± 0,049 
n-3/n-6     2,0   1,8 
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  Tabla XLIX: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para el cultivo malo (3). Valores medios y 
desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
6 días LN CULTIVOS MALOS 
 %  ng larva-1 
 3 (6 días)   4   3 (6 días)   4 
Ácidos Grasos Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD 
14:0 6,27 ± 0,61    0,162 ± 0,035   
16:0 14,46 ± 1,65    0,373 ± 0,086   
18:0 5,56 ± 1,00    0,144 ± 0,042   
        
16:1(n-7) 10,66 ± 0,77    0,272 ± 0,013   
18:1(n-9) 9,14 ± 0,34    0,234 ± 0,019   
18:1(n-7) 3,98 ± 1,00    0,101 ± 0,013   
20:1(n-11) 0,35 ± 0,04    0,009 ± 0,000   
20:1(n-9) 0,75 ± 0,09    0,019 ± 0,000   
20:1(n-7) 0,63 ± 0,13    0,016 ± 0,001   
        
18:2(n-6) 7,31 ± 1,83     0,185 ± 0,025   
18:2(n-4) 0,35 ± 0,04    0,009 ± 0,000   
18:3(n-6) 0,65 ± 0,16    0,017 ± 0,002   
18:3(n-3) 11,95 ± 0,75    0,305 ± 0,017   
18:4(n-3) 8,35 ± 0,30    0,214 ± 0,018   
20:2(n-6) 1,49 ± 0,18    0,039 ± 0,009   
20:3(n-6) 0,37 ± 0,02    0,010 ± 0,001   
ARA 0,35 ± 0,01    0,009 ± 0,001   
20:4(n-3) 0,39 ± 0,01    0,010 ± 0,001   
EPA 1,97 ± 0,02    0,051 ± 0,006   
21:4(n-6) 0,93 ± 0,11    0,024 ± 0,006   
21:5(n-3) 0,95 ± 0,08    0,025 ± 0,005   
22:4(n-6)        
22:5(n-6) 1,43 ± 0,27    0,037 ± 0,011   
22:5(n-3) 0,47 ± 0,06    0,012 ± 0,003   
DHA 11,22 ± 1,46    0,290 ± 0,071   
        
Tot. SAT. 26,30 ± 3,26    0,679 ± 0,163   
        
Tot. MONO. 25,52 ± 2,36    0,650 ± 0,017   
Tot. (n-9) 9,88 ± 0,43    0,253 ± 0,019   
Tot. (n-7) 15,28 ± 1,89    0,389 ± 0,002   
        
Tot. POLI. 48,19 ± 0,90    1,233 ± 0,123   
Tot. (n-6) 12,54 ± 1,43    0,319 ± 0,001   
Tot. (n-3) 35,30 ± 0,57    0,905 ± 0,122   
n-3/n-6     2,8   
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  1.1.4.- Larva Pediveliger (15-22 días) 
 
  1.1.4.1- Lípidos Polares 
 
  Tabla L: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayoritarios) 
y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores medios y 
desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
15 días LP CULTIVOS BUENOS 
 %  ng larva-1 
 1 (15 días)   2 (15 días)   1 (15 días)   2 (15 días) 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 2,03 ± 0,67  2,73 ± 0,59  0,162 ± 0,013  0,554 ± 0,033 
16:0 24,37 ± 8,68  24,23 ± 3,46  1,939 ± 0,210  4,943 ± 0,078 
18:0 8,21 ± 2,86  10,54 ± 1,02   0,654 ± 0,065  2,159 ± 0,136 
        
16:1(n-7) 1,68 ± 0,00  2,27 ± 0,28  0,140 ± 0,035  0,463 ± 0,016 
18:1(n-9) 4,95 ± 0,20  4,43 ± 0,32  0,410 ± 0,088  0,908 ± 0,079 
18:1(n-7) 5,11 ± 0,20  3,76 ± 0,20  0,424 ± 0,091  0,773 ± 0,082 
20:1(n-11) 0,79 ± 0,00  1,53 ± 0,20   0,066 ± 0,016  0,313 ± 0,009 
20:1(n-9) 2,97 ± 0,02  2,17 ± 0,02  0,247 ± 0,061  0,448 ± 0,067 
20:1(n-7) 1,94 ± 1,43  0,99 ± 0,00  0,147 ± 0,078  0,204 ± 0,033 
        
18:2(n-6) 1,52 ± 0,19  1,59 ± 0,07  0,129 ± 0,048  0,326 ± 0,037 
18:2(n-4) 0,84 ± 0,32  0,23 ± 0,00  0,074 ± 0,045   0,048 ± 0,008 
18:3(n-6) 0,13 ± 0,04  0,56 ± 0,01  0,011 ± 0,006  0,116 ± 0,016 
18:3(n-3) 3,23 ± 0,29  1,69 ± 0,06   0,272 ± 0,092  0,347 ± 0,042 
18:4(n-3) 1,43 ± 0,37  1,49 ± 0,02  0,123 ± 0,061  0,307 ± 0,044 
20:2(n-6) 4,84 ± 0,81  4,50 ± 0,03  0,412 ± 0,169  0,929 ± 0,153 
20:3(n-6) 0,16 ± 0,04  0,45 ± 0,03  0,014 ± 0,006  0,094 ± 0,021 
ARA 1,82 ± 0,42  3,89 ± 0,51  0,156 ± 0,074  0,812 ± 0,232 
20:4(n-3) 0,22 ± 0,06  0,43 ± 0,04  0,019 ± 0,009  0,088 ± 0,006 
EPA 3,46 ± 1,14  9,30 ± 1,46  0,301 ± 0,168  1,943 ± 0,606 
21:4(n-6) 0,49 ± 0,01  1,11 ± 0,02  0,041 ± 0,011  0,229 ± 0,032 
21:5(n-3) 2,12 ± 0,64  2,91 ± 0,46  0,183 ± 0,098  0,607 ± 0,190 
22:4(n-6)   1,62 ± 0,22    0,339 ± 0,098 
22:5(n-6) 5,22 ± 1,43  3,22 ± 0,59   0,450 ± 0,228  0,675 ± 0,228 
22:5(n-3) 1,02 ± 0,12  1,43 ± 0,15  0,084 ± 0,011  0,299 ± 0,078 
DHA 21,45 ± 8,42  12,94 ± 2,88  1,875 ± 1,153  2,717 ± 1,018 
        
Tot. SAT. 34,62 ± 12,20  37,50 ± 5,07  2,755 ± 0,288  7,656 ± 0,181 
        
Tot. MONO. 17,43 ± 1,85  15,14 ± 1,02  1,434 ± 0,213  3,109 ± 0,286 
Tot. (n-9) 7,92 ± 0,22  6,60 ± 0,34  0,657 ± 0,148  1,356 ± 0,146 
Tot. (n-7) 8,73 ± 1,63  7,02 ± 0,48  0,711 ± 0,048  1,440 ± 0,130 
        
Tot. POLI. 47,95 ± 14,04  47,36 ± 6,09  4,144 ± 2,178  9,876 ± 2,808 
Tot. (n-6) 14,18 ± 2,93  16,95 ± 1,26  1,213 ± 0,542  3,520 ± 0,816 
Tot. (n-3) 32,93 ± 10,79  30,18 ± 4,82  2,857 ± 1,591  6,308 ± 1,983 
n-3/n-6     2,3  1,8 
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  Tabla LI: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayoritarios) 
y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos malos (3 y 4). Valores medios y 
desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
18-22 días LP CULTIVOS MALOS 
 %  ng larva-1 
 3 (22 días)   4 (18 días)   3 (22 días)   4 (18 días) 
Ácidos Grasos Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD 
14:0 1,03 ± 0,13  1,55 ± 0,20  0,220 ± 0,025  0,298 ± 0,035 
16:0 17,83 ± 0,54  18,69 ± 0,57  3,795 ± 0,066  3,583 ± 0,062 
18:0 8,13 ± 0,47  8,07 ± 0,46  1,730 ± 0,077  1,548 ± 0,069 
 
 
       
16:1(n-7) 3,49 ± 0,21  1,68 ± 0,10  0,743 ± 0,035  0,323 ± 0,015 
18:1(n-9) 3,02 ± 0,04  4,55 ± 0,06  0,644 ± 0,001  0,873 ± 0,001 
18:1(n-7) 4,16 ± 0,07  3,40 ± 0,05  0,885 ± 0,003  0,651 ± 0,002 
20:1(n-11) 0,75 ± 0,11  1,01 ± 0,14  0,159 ± 0,021  0,194 ± 0,025 
20:1(n-9) 1,54 ± 0,09  2,32 ± 0,14  0,327 ± 0,024  0,445 ± 0,032 
20:1(n-7) 1,19 ± 0,03  0,84 ± 0,02  0,253 ± 0,002  0,162 ± 0,001 
        
18:2(n-6) 1,31 ± 0,05  1,57 ± 0,063  0,280 ± 0,015  0,302 ± 0,016 
18:2(n-4) 0,14 ± 0,01  0,92 ± 0,072  0,031 ± 0,002  0,176 ± 0,012 
18:3(n-6) 0,13 ± 0,03  0,20 ± 0,054  0,029 ± 0,008  0,039 ± 0,011 
18:3(n-3) 3,21 ± 0,24  5,90 ± 0,43  0,684 ± 0,059  1,132 ± 0,098 
18:4(n-3) 1,55 ± 0,07  1,89 ± 0,08  0,329 ± 0,018  0,363 ± 0,020 
20:2(n-6) 3,78 ± 0,13  3,90 ± 0,13  0,805 ± 0,038  0,747 ± 0,035 
20:3(n-6) 0,17 ± 0,06  0,24 ± 0,09  0,037 ± 0,013  0,046 ± 0,016 
ARA 2,95 ± 0,21  2,39 ± 0,18  0,628 ± 0,054  0,459 ± 0,040 
20:4(n-3) 0,34 ± 0,05  0,37 ± 0,05  0,072 ± 0,011  0,070 ± 0,010 
EPA 7,90 ± 0,22  7,21 ± 0,20  1,681 ± 0,068  1,383 ± 0,056 
21:4(n-6) 0,62 ± 0,19  0,86 ± 0,26  0,132 ± 0,038  0,164 ± 0,047 
21:5(n-3) 3,14 ± 0,23  2,94 ± 0,22  0,669 ± 0,059  0,564 ± 0,049 
22:4(n-6) 0,79 ± 0,04  1,16 ± 0,07  0,169 ± 0,011  0,223 ± 0,015 
22:5(n-6) 5,63 ± 0,15  4,23 ± 0,12  1,199 ± 0,048  0,811 ± 0,033 
22:5(n-3) 0,91 ± 0,06  1,22 ± 0,07  0,195 ± 0,009  0,234 ± 0,011 
DHA 26,29 ± 0,39  22,87 ± 0,34  5,597 ± 0,156  4,385 ± 0,122 
        
Tot. SAT. 26,99 ± 1,14  28,31 ± 1,20  5,744 ± 0,168  5,429 ± 0,159 
        
Tot. MONO. 14,14 ± 0,36  13,81 ± 0,35  3,009 ± 0,037  2,648 ± 0,032 
Tot. (n-9) 4,56 ± 0,05  6,87 ± 0,07  0,971 ± 0,023  1,318 ± 0,031 
Tot. (n-7) 8,83 ± 0,30  5,92 ± 0,20  1,880 ± 0,040  1,136 ± 0,024 
        
Tot. POLI. 58,87 ± 1,50  57,88 ± 1,47  12,534 ± 0,483  11,098 ± 0,428 
Tot. (n-6) 15,40 ± 0,38  14,56 ± 0,34  3,278 ± 0,123  2,791 ± 0,105 
Tot. (n-3) 43,33 ± 1,14  42,40 ± 1,11  9,225 ± 0,362  8,131 ± 0,318 
n-3/n-6     2,8  2,9 
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  1.1.4.2- Lípidos Neutros 
 
  Tabla LII: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
15 días LN CULTIVOS BUENOS 
 %  ng larva-1 
 1 (15 días)   2 (15 días)   1 (15 días)   2 (15 días) 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 9,15 ± 1,53  17,60 ± 7,22  0,490 ± 0,132  2,520 ± 0,987 
16:0 17,97 ± 3,02  23,07 ± 3,17  0,962 ± 0,257  3,314 ± 0,388 
18:0 5,44 ± 1,17  6,93 ± 0,77   0,288 ± 0,064  0,996 ± 0,091 
        
16:1(n-7) 6,21 ± 1,28  7,66 ± 0,57  0,360 ± 0,218  1,102 ± 0,105 
18:1(n-9) 9,91 ± 2,03  5,79 ± 0,85  0,575 ± 0,347  0,834 ± 0,139 
18:1(n-7) 5,99 ± 1,04  5,17 ± 0,96  0,345 ± 0,199  0,746 ± 0,153 
20:1(n-11) 0,24 ± 0,09  1,81 ± 0,65   0,013 ± 0,001  0,259 ± 0,088 
20:1(n-9) 1,90 ± 0,19  0,97 ± 0,09  0,104 ± 0,035  0,139 ± 0,016 
20:1(n-7) 4,63 ± 3,77  0,41 ± 0,02  0,213 ± 0,100  0,059 ± 0,002 
        
18:2(n-6) 5,84 ± 1,41  3,79 ± 1,25  0,341 ± 0,216  0,548 ± 0,190 
18:2(n-4) 0,27 ± 0,09  0,33 ± 0,03  0,016 ± 0,011   0,048 ± 0,006 
18:3(n-6) 0,06 ± 0,03  0,95 ± 0,53  0,003 ± 0,000  0,137 ± 0,079 
18:3(n-3) 4,53 ± 1,20  2,60 ± 1,12   0,266 ± 0,174  0,376 ± 0,168 
18:4(n-3) 6,04 ± 1,14  2,47 ± 0,92  0,349 ± 0,206  0,357 ± 0,139 
20:2(n-6) 2,60 ± 0,10  1,63 ± 0,56  0,146 ± 0,067  0,235 ± 0,085 
20:3(n-6) 0,53 ± 0,28  0,26 ± 0,14  0,026 ± 0,003  0,037 ± 0,021 
ARA 1,47 ± 0,08  1,71 ± 0,96  0,081 ± 0,030  0,247 ± 0,143 
20:4(n-3) 0,37 ± 0,35  0,20 ± 0,00  0,017 ± 0,011  0,029 ± 0,001 
EPA 4,40 ± 0,51  4,30 ± 2,45  0,251 ± 0,132  0,622 ± 0,366 
21:4(n-6)   0,87 ± 0,20    0,125 ± 0,027 
21:5(n-3) 0,75 ± 0,01  0,95 ± 0,15  0,042 ± 0,018  0,138 ± 0,025 
22:4(n-6)   0,97 ± 0,35    0,141 ± 0,053 
22:5(n-6) 1,78 ± 0,59  5,01 ± 1,27   0,106 ± 0,075  0,723 ± 0,198 
22:5(n-3) 1,02 ± 0,93  1,86 ± 0,42  0,046 ± 0,028  0,268 ± 0,066 
DHA 8,89 ± 2,03  2,68 ± 0,60  0,518 ± 0,323  0,385 ± 0,078 
        
Tot. SAT. 32,55 ± 5,72  47,60 ± 11,16  1,740 ± 0,453  6,830 ± 1,466 
 
 
       
Tot. MONO. 28,89 ± 0,30  21,80 ± 1,80  1,610 ± 0,700  3,139 ± 0,322 
Tot. (n-9) 11,82 ± 1,84  6,76 ± 0,93  0,679 ± 0,382  0,973 ± 0,154 
Tot. (n-7) 16,83 ± 1,45  13,24 ± 1,51  0,918 ± 0,317  1,907 ± 0,256 
        
Tot. POLI. 38,55 ± 5,42  30,59 ± 9,36  2,208 ± 1,213  4,416 ± 1,435 
Tot. (n-6) 12,27 ± 1,72  15,19 ± 4,85  0,703 ± 0,386  2,193 ± 0,742 
Tot. (n-3) 26,01 ± 3,61  15,07 ± 4,47  1,489 ± 0,816  2,175 ± 0,687 
n-3/n-6     2,1  1,0 
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  Tabla LIII: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos malos (3 y 4). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
18-22 días LN CULTIVOS MALOS 
 %  ng larva-1 
 3 (22 días)   4 (18 días)   3 (22 días)   4 (18 días) 
Ácidos Grasos Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD   Media ± SD 
14:0 6,51 ± 0,13  10,02 ± 0,197  4,326 ± 1,170  1,065 ± 0,29 
16:0 14,95 ± 0,40  17,19 ± 0,46  10,001 ± 3,149  1,828 ± 0,58 
18:0 3,79 ± 0,13  6,40 ± 0,22  2,540 ± 0,820  0,681 ± 0,220 
        
16:1(n-7) 16,90 ± 1,47  7,54 ± 0,66  11,122 ± 2,283  0,802 ± 0,165 
18:1(n-9) 6,12 ± 0,37  7,87 ± 0,48  4,044 ± 0,933  0,837 ± 0,193 
18:1(n-7) 7,91 ± 0,53  4,78 ± 0,32  5,326 ± 1,881  0,508 ± 0,179 
20:1(n-11) 0,09 ± 0,00  0,23 ± 0,006  0,057 ± 0,015  0,024 ± 0,006 
20:1(n-9) 0,74 ± 0,09  1,00 ± 0,126  0,502 ± 0,205  0,106 ± 0,043 
20:1(n-7) 0,57 ± 0,01  0,36 ± 0,005  0,377 ± 0,105  0,038 ± 0,010 
        
18:2(n-6) 5,53 ± 0,37  6,83 ± 0,46  3,722 ± 1,314  0,726 ± 0,26 
18:2(n-4) 0,46 ± 0,00  0,65 ± 0,005  0,307 ± 0,087  0,069 ± 0,019 
18:3(n-6) 0,51 ± 0,02  0,53 ± 0,017  0,339 ± 0,108  0,056 ± 0,018 
18:3(n-3) 5,99 ± 0,38  7,88 ± 0,5  4,027 ± 1,406  0,838 ± 0,293 
18:4(n-3) 6,95 ± 0,78  8,21 ± 0,92  4,707 ± 1,860  0,873 ± 0,345 
20:2(n-6) 2,51 ± 0,07  1,38 ± 0,04  1,664 ± 0,440  0,147 ± 0,039 
20:3(n-6) 0,18 ± 0,03  0,47 ± 0,08  0,124 ± 0,054  0,050 ± 0,022 
ARA 1,57 ± 0,04  1,45 ± 0,04  1,049 ± 0,332  0,154 ± 0,049 
20:4(n-3) 0,28 ± 0,01  0,46 ± 0,02  0,188 ± 0,062  0,049 ± 0,016 
EPA 6,74 ± 0,38  8,25 ± 0,47  4,457 ± 1,047  0,877 ± 0,206 
21:4(n-6) 0,27 ± 0,14  0,21 ± 0,107  0,169 ± 0,043  0,022 ± 0,006 
21:5(n-3) 0,61 ± 0,01  0,57 ± 0,009  0,411 ± 0,125  0,061 ± 0,019 
22:4(n-6) 0,04 ± 0,06    0,032 ± 0,045   
22:5(n-6) 1,30 ± 0,05  0,81 ± 0,03  0,862 ± 0,216  0,086 ± 0,021 
22:5(n-3) 0,15 ± 0,01  0,56 ± 0,026  0,104 ± 0,035  0,060 ± 0,020 
DHA 9,35 ± 0,23  6,36 ± 0,15  6,208 ± 1,653  0,676 ± 0,180 
        
Tot. SAT. 25,24 ± 0,40  33,61 ± 0,53  16,866 ± 5,139  3,574 ± 1,089 
        
Tot. MONO. 32,32 ± 1,22  21,77 ± 0,82  21,427 ± 5,422  2,315 ± 0,586 
Tot. (n-9) 6,86 ± 0,28  8,87 ± 0,36  4,546 ± 1,138  0,943 ± 0,236 
Tot. (n-7) 25,38 ± 0,94  12,68 ± 0,47  16,825 ± 4,269  1,348 ± 0,342 
        
Tot. POLI. 42,43 ± 0,82  44,62 ± 0,87  28,365 ± 8,738  4,744 ± 1,461 
Tot. (n-6) 11,90 ± 0,25  11,67 ± 0,25  7,958 ± 2,465  1,241 ± 0,384 
Tot. (n-3) 30,07 ± 0,57  32,30 ± 0,62  20,101 ± 6,186  3,434 ± 1,057 
n-3/n-6     2,5  2,8 
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  1.1.5.- Postlarva (22-28 Días) 
 
  1.1.5.1.- Lípidos Polares 
 
  Tabla LIV: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores 
medios y desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
22-28 días LP CULTIVOS BUENOS 
 %  ng post-larva-1 
 1 (28 días)   2 (22 días)   1 (28 días)   2 (22 días) 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 2,74 ± 0,06  1,93 ± 0,51  0,429 ± 0,040  0,965 ± 0,116 
16:0 29,08 ± 0,14  20,66 ± 2,55  4,543 ± 0,301  10,429 ± 0,229 
18:0 13,09 ± 0,84  11,71 ± 1,07  2,050 ± 0,277  5,924 ± 0,322 
        
16:1(n-7) 1,43 ± 0,00  1,49 ± 0,08  0,223 ± 0,016  0,763 ± 0,150 
18:1(n-9) 5,33 ± 0,04  4,90 ± 0,48  0,834 ± 0,066  2,476 ± 0,116 
18:1(n-7) 3,42 ± 0,85  4,34 ± 0,28  0,530 ± 0,095  2,218 ± 0,183 
20:1(n-11) 1,04 ± 0,30  1,08 ± 0,00   0,165 ± 0,059  0,553 ± 0,081 
20:1(n-9) 2,51 ± 0,33  2,25 ± 0,10  0,390 ± 0,024  1,141 ± 0,114 
20:1(n-7) 2,39 ± 0,17  0,98 ± 0,02  0,373 ± 0,000  0,497 ± 0,062 
        
18:2(n-6) 1,19 ± 0,22  1,44 ± 0,09  0,184 ± 0,021  0,731 ± 0,059 
18:2(n-4) 0,40 ± 0,06  0,24 ± 0,03  0,062 ± 0,006   0,120 ± 0,000 
18:3(n-6) 0,20 ± 0,00  0,41 ± 0,06  0,032 ± 0,003  0,207 ± 0,002 
18:3(n-3) 2,15 ± 0,56  1,89 ± 0,36   0,333 ± 0,064  0,975 ± 0,321 
18:4(n-3) 1,04 ± 0,22  1,02 ± 0,31  0,162 ± 0,023  0,529 ± 0,233 
20:2(n-6) 3,27 ± 0,40  3,76 ± 0,58  0,509 ± 0,026  1,936 ± 0,572 
20:3(n-6) 0,25 ± 0,04  0,46 ± 0,09  0,040 ± 0,009  0,235 ± 0,078 
ARA 1,66 ± 0,42  4,42 ± 0,18  0,257 ± 0,047  2,257 ± 0,420 
20:4(n-3) 0,39 ± 0,03  0,37 ± 0,05  0,061 ± 0,008  0,189 ± 0,053 
EPA 4,55 ± 1,11  7,23 ± 1,16  0,717 ± 0,223  3,725 ± 1,124 
21:4(n-6) 0,61 ± 0,28  1,54 ± 0,62  0,095 ± 0,037  0,761 ± 0,202 
21:5(n-3) 1,99 ± 0,09  4,32 ± 1,17  0,310 ± 0,008  2,243 ± 0,913 
22:4(n-6)   3,28 ± 0,28    1,680 ± 0,383 
22:5(n-6) 4,09 ± 0,49  3,76 ± 0,38  0,637 ± 0,032  1,931 ± 0,473 
22:5(n-3) 0,67 ± 0,21  1,41 ± 0,04  0,103 ± 0,025  0,719 ± 0,084 
DHA 16,52 ± 2,03  15,09 ± 1,23  2,592 ± 0,501  7,731 ± 1,743 
        
Tot. SAT. 44,91 ± 0,77  34,30 ± 4,13  7,022 ± 0,618  17,318 ± 0,435 
        
Tot. MONO. 16,12 ± 1,01  15,07 ± 0,80  2,515 ± 0,021  7,648 ± 0,706 
Tot. (n-9) 7,84 ± 0,29  7,14 ± 0,59  1,224 ± 0,042  3,617 ± 0,230 
Tot. (n-7) 7,24 ± 1,02  6,84 ± 0,22  1,126 ± 0,079  3,478 ± 0,395 
        
Tot. POLI. 38,97 ± 0,24  50,63 ± 4,93  6,094 ± 0,470  25,969 ± 6,252 
Tot. (n-6) 11,27 ± 1,77  19,07 ± 0,73  1,754 ± 0,152  9,738 ± 1,781 
Tot. (n-3) 27,30 ± 2,08  31,32 ± 4,23  4,278 ± 0,628  16,111 ± 4,470 
n-3/n-6     2,4  1,7 
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  1.1.5.2.- Lípidos Neutros 
 
  Tabla LV: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayoritarios) 
y cuantitativa (expresada en ng larva-1) para dos cultivos buenos (1 y 2). Valores medios y 
desviación estándar (SD) de las muestras analizadas (n=3). 
 
22-28 días LN CULTIVOS BUENOS 
 %  ng post-larva-1 
 1 (28 días)   2 (22 días)   1 (28 días)   2 (22 días) 
Ácidos Grasos Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD  Media ± SD 
14:0 6,86 ± 0,69  10,81 ± 1,09  0,902 ± 0,128  2,522 ± 0,358 
16:0 13,13 ± 0,03  16,97 ± 0,04  1,726 ± 0,067  3,952 ± 0,154 
18:0 5,61 ± 0,14  6,96 ± 0,17  0,737 ± 0,013  1,620 ± 0,028 
        
16:1(n-7) 5,05 ± 0,23  4,59 ± 0,21  0,663 ± 0,003  1,068 ± 0,005 
18:1(n-9) 10,30 ± 0,37  3,87 ± 0,14  1,354 ± 0,007  0,902 ± 0,005 
18:1(n-7) 6,23 ± 0,39  3,87 ± 0,24  0,819 ± 0,017  0,901 ± 0,018 
20:1(n-11) 0,11 ± 0,03  0,15 ± 0,04  0,014 ± 0,004  0,035 ± 0,011 
20:1(n-9) 3,10 ± 0,27  0,94 ± 0,08  0,407 ± 0,018  0,218 ± 0,010 
20:1(n-7) 0,86 ± 0,097  0,50 ± 0,06  0,113 ± 0,008  0,117 ± 0,008 
        
18:2(n-6) 6,06 ± 2,94  4,14 ± 2,01  0,797 ± 0,415  0,974 ± 0,507 
18:2(n-4) 0,45 ± 0,17  0,39 ± 0,15  0,059 ± 0,021   0,089 ± 0,031 
18:3(n-6) 0,18 ± 0,025  0,40 ± 0,06  0,023 ± 0,002  0,093 ± 0,009 
18:3(n-3) 7,63 ± 0,46  1,98 ± 0,12   1,003 ± 0,020  0,462 ± 0,009 
18:4(n-3) 7,99 ± 0,78  1,61 ± 0,16  1,050 ± 0,059  0,374 ± 0,021 
20:2(n-6) 3,62 ± 1,38  2,87 ± 1,09  0,476 ± 0,199  0,673 ± 0,281 
20:3(n-6) 0,50 ± 0,04  0,20 ± 0,02  0,066 ± 0,008  0,048 ± 0,006 
ARA 1,97 ± 0,35  1,66 ± 0,30  0,259 ± 0,036  0,384 ± 0,054 
20:4(n-3) 0,57 ± 0,02  3,70 ± 0,15  0,075 ± 0,000  0,861 ± 0,000 
EPA 5,81 ± 0,24  4,37 ± 0,18  0,764 ± 0,000  1,018 ± 0,000 
21:4(n-6)   1,65 ± 0,03    0,384 ± 0,023 
21:5(n-3) 0,88 ± 0,04  4,01 ± 0,16  0,115 ± 0,000  0,933 ± 0,000 
22:4(n-6)   3,39 ± 0,10    0,789 ± 0,010 
22:5(n-6) 1,64 ± 0,22  4,61 ± 0,62  0,216 ± 0,020  1,072 ± 0,101 
22:5(n-3) 0,52 ± 0,007  7,13 ± 0,10  0,068 ± 0,002  1,661 ± 0,045 
DHA 10,92 ± 1,48  9,23 ± 1,25  1,435 ± 0,135  2,143 ± 0,202 
        
Tot. SAT. 25,61 ± 0,66  34,73 ± 0,89  3,365 ± 0,224  8,094 ± 0,540 
        
Tot. MONO. 25,64 ± 1,27  13,92 ± 0,69  3,370 ± 0,028  3,241 ± 0,026 
Tot. (n-9) 13,40 ± 0,61  4,81 ± 0,22  1,761 ± 0,008  1,120 ± 0,005 
Tot. (n-7) 12,14 ± 0,69  8,97 ± 0,51  1,595 ± 0,025  2,086 ± 0,032 
        
Tot. POLI. 48,75 ± 0,19  51,34 ± 0,20  6,406 ± 0,239  11,958 ± 0,445 
Tot. (n-6) 13,98 ± 1,529  18,92 ± 2,07  1,837 ± 0,276  4,417 ± 0,663 
Tot. (n-3) 34,32 ± 2,27  32,04 ± 2,12  4,510 ± 0,113  7,452 ± 0,187 
n-3/n-6     2,5  1,7 
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 1.2.- VIEIRA 
 
  1.2.1.- Lípidos Polares 
 
  Tabla LVI: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng individuo-1). 
 
LP OVOCITO-POSTLARVA (23 DÍAS) 
 Ovocito Larva D 5 días 9 días 19 días 23 días 
Ácidos 
Grasos 
% n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 
14:0 2,3 0,026 2,0 0,030 3,2 0,037 4,0 0,106 3,2 0,159 3,7 0,201 
16:0 14,5 0,166 14,2 0,216 14,4 0,165 14,5 0,384 14,1 0,696 13,5 0,731 
18:0 9,7 0,111 9,8 0,148 10,8 0,123 9,5 0,251 10,0 0,495 11,4 0,618 
             
16:1(n-7) 2,2 0,025 3,0 0,045 3,7 0,042 3,5 0,092 2,6 0,127 2,6 0,139 
18:1(n-9) 2,6 0,030 2,8 0,043 2,8 0,032 3,8 0,100 5,1 0,251 4,7 0,255 
18:1(n-7) 2,8 0,032 4,2 0,064 5,3 0,061 6,7 0,177 6,1 0,302 6,0 0,327 
20:1(n-11) 0,2 0,002 0,4 0,006 0,7 0,008 0,5 0,013 0,5 0,025 0,5 0,026 
20:1(n-9) 1,3 0,015 1,8 0,028 2,2 0,025 2,0 0,052 2,3 0,113 2,3 0,126 
20:1(n-7) 0,4 0,004 0,9 0,014 1,0 0,012 1,0 0,026 0,7 0,036 0,7 0,039 
             
18:2(n-6) 1,8 0,021 1,8 0,028 1,3 0,015 3,3 0,086 2,4 0,118 3,3 0,181 
18:2(n-4) 0,3 0,003 0,4 0,006 0,3 0,003 0,2 0,005 0,2 0,010 0,4 0,019 
18:3(n-6) 0,2 0,002 0,3 0,004 0,4 0,005 0,5 0,014 0,4 0,019 0,4 0,023 
18:3(n-3) 0,9 0,010 0,7 0,015 0,9 0,010 1,5 0,040 1,7 0,086 1,6 0,087 
18:4(n-3) 2,1 0,024 1,6 0,024 1,7 0,020 2,1 0,055 3,2 0,160 2,8 0,151 
20:2(n-6) 0,4 0,004 0,5 0,008 0,5 0,006 0,7 0,018     
20:3(n-6) 0,3 0,003 0,4 0,006 0,4 0,005 0,4 0,010 0,4 0,018 0,4 0,021 
ARA 5,3 0,061 4,0 0,078 4,1 0,047 3,0 0,078 2,1 0,104 2,0 0,109 
20:4(n-3) 0,1 0,001 0,1 0,002 0,1 0,001 0,1 0,002  0,002 0,2 0,009 
EPA 20,3 0,232 17,0 0,258 12,1 0,138 12,5 0,330 12,4 0,611 10,8 0,586 
21:4(n-6) 0,6 0,007   0,6 0,007 0,4 0,010 0,4 0,022 0,7 0,036 
21:5(n-3) 08 0,009 0,8 0,012 0,7 0,008 0,5 0,013 0,6 0,031 0,5 0,029 
22:4(n-6) 0,5 0,006 0,7 0,011 0,8 0,009 0,4 0,011  0,002 0,2 0,012 
22:5(n-6) 3,6 0,041 3,6 0,054 4,3 0,049 4,8 0,126 5,4 0,266 5,3 0,290 
22:5(n-3) 1,1 0,013 1,3 0,020 1,1 0,013 0,6 0,017 0,5 0,027 0,6 0,032 
DHA 25,7 0,294 26,2 0,397 26,4 0,302 23,8 0,628 25,4 1,252 25,4 1,379 
             
Tot. SAT. 26,5 0,303 26,0 0,394 28,4 0,325 28,0 0,741 27,4 1,350 28,6 1,550 
             
Tot. MONO. 9,5 0,108 13,2 0,200 15,7 0,180 17,5 0,460 17,3 0,854 16,8 0,912 
Tot. (n-9) 3,,9 0,045 4,7 0,071 5,0 0,057 5,8 0,152 7,4 0,364 7,0 0,381 
Tot. (n-7) 5,,3 0,061 8,1 0,123 10,0 0,115 11,2 0,295 9,4 0,465 9,3 0,505 
             
Tot. POLI. 64,0 0,731 60,8 0,923 55,7 0,638 54,8 1,443 55,3 2,728 54,6 2,964 
Tot. (n-6) 12,7 0,145 12,5 0,189 12,6 0,143 13,5 0,353 11,1 0,549 12,4 0,672 
Tot. (n-3) 51,1 0,583 48,0 0,728 43,0 0,492 41,1 1,085 44,0 2,169 41,9 2,273 
n-3/n-6  4,0  3,85  3,44  3,07  3,95  3,38 
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  1.2.2.- Lípidos Neutros 
 
  Tabla LVII: Composición porcentual (expresado en % por ácidos grasos mayori-
tarios) y cuantitativa (expresada en ng individuo-1). 
 
LN OVOCITO-POSTLARVA (23 DÍAS) 
 Ovocito Larva D 5 días 9 días 19 días 23 días 
Ácidos 
Grasos 
% n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 % n g  i n d - 1 
14:0 6,1 0,285 6,2 0,202 3,6 0,022 13,2 0,485 12,1 1,891 11,2 1,801 
16:0 20,9 0,968 21,4 0,699 21,6 0,130 16,5 0,605 15,2 2,372 13,6 2,185 
18:0 4,0 0,186 4,6 0,149 7,1 0,043 2,8 0,101 2,3 0,358 2,1 0,345 
             
16:1(n-7) 10,4 0,484 10,2 0,332 7,6 0,046 9,1 0,335 7,8 1,224 8,3 1,331 
18:1(n-9) 6,3 0,293 6,1 0,198 6,6 0,040 5,5 0,200 8,2 1,282 8,2 1,315 
18:1(n-7) 6,6 0,306 6,8 0,221 8,8 0,053 8,5 0,311 6,9 1,086 7,2 1,161 
20:1(n-11) 0,3 0,012 0,2 0,006 0,5 0,003 0,1 0,003 0,1 0,014 0,1 0,010 
20:1(n-9) 0,6 0,029 0,8 0,026 1,3 0,008 0,5 0,019 0,7 0,102 0,6 0,099 
20:1(n-7) 0,5 0,025 0,2 0,005 1,2 0,007 0,3 0,010 0,3 0,040 0,2 0,040 
             
18:2(n-6) 3,6 0,168 3,4 0,112 3,3 0,020 6,2 0,228 6,2 0,971 7,4 1,199 
18:2(n-4) 1,0 0,045 0,9 0,028 0,7 0,004 0,5 0,017 0,4 0,068 0,6 0,090 
18:3(n-6) 0,6 0,030 0,6 0,020 0,7 0,004 1,0 0,036 1,0 0,156 1,3 0,209 
18:3(n-3) 2,2 0,103 2,1 0,067 2,0 0,012 3,4 0,126 4,6 0,715 5,1 0,822 
18:4(n-3) 4,6 0,213 4,2 0,136 4,1 0,025 4,9 0,178 9,4 1,465 9,3 1,504 
20:2(n-6) 0,5 0,025 0,6 0,021 0,8 0,005 0,5 0,017     
20:3(n-6) 0,4 0,017 0,5 0,015 0,5 0,003 0,2 0,008 0,2 0,030 0,2 0,032 
ARA 1,4 0,066 1,7 0,055 2,0 0,012 1,0 0,037 0,6 0,091 0,6 0,090 
20:4(n-3) 0,6 0,027 1,0 0,033 0,3 0,002 0,1 0,002 0,1 0,013 0,2 0,035 
EPA 19,6 0,909 17,4 0,569 15,1 0,091 12,4 0,456 11,5 1,794 11,3 1,812 
21:4(n-6) 0,2 0,011 0,3 0,011 0,5 0,003 0,1 0,005 0,2 0,030 0,3 0,046 
21:5(n-3) 0,6 0,028 0,7 0,022 0,5 0,003 0,3 0,012 0,4 0,060 0,4 0,061 
22:4(n-6) 0,2 0,011 0,5 0,016 0,2 0,001 0,1 0,002  0,006  0,008 
22:5(n-6) 0,8 0,038 1,0 0,032 1,5 0,009 1,8 0,067 1,7 0,269 1,8 0,284 
22:5(n-3) 0,4 0,017 0,5 0,015 0,3 0,002 0,1 0,005 0,1 0,021 0,2 0,028 
DHA 7,4 0,342 8,4 0,273 9,1 0,055 11,0 0,403 10,2 1,590 9,9 1,595 
             
Tot. SAT. 31,0 1,439 32,2 1,050 32,3 0,195 32,5 1,191 29,5 4,621 26,9 4,331 
             
Tot. MONO. 24,8 1,149 24,1 0,788 33,1 0,157 24,0 0,878 24,0 3,748 24,6 3,956 
Tot. (n-9) 6,9 0,322 6,9 0,224 7,9 0,048 6,0 0,219 8,8 1,384 8,8 1,414 
Tot. (n-7) 17,6 0,815 17,1 0,558 17,6 0,106 17,9 0,656 15,0 2,350 15,7 2,532 
             
Tot. POLI. 44,2 2,050 43,7 1,425 41,6 0,251 43,6 1,599 46,5 7,279 48,5 7,815 
Tot. (n-6) 7,9 0,366 8,6 0,282 9,5 0,057 10,9 0,400 9,9 1,553 11,6 1,868 
Tot. (n-3) 35,3 1,639 34,2 1,115 31,4 0,190 32,2 1,182 36,2 5,658 36,4 5,857 
n-3/n-6  4,5  4,0  3,33  2,96  1,94  3,14 
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VI.- CONCLUSIONES 
 
  En relación a la calidad ovocitaria se puede concluir: 
 
1. -Que existe una relación positiva entre un desarrollo larvario 
óptimo y su contenido en ácido linoleico en los lípidos de reserva (ácido 
graso mayoritario de la serie ω6). 
 
2. -Un exceso de EPA y DHA (ácidos grasos mayoritarios de la 
serie ω3) en las reservas ovocitarias y, por lo tanto procedentes de la dieta 
de los progenitores, podría afectar negativamente al desarrollo larvario, 
inhibiendo procesos lipogénicos en los que se encuentran implicados 
enzimas responsables de la síntesis de ácidos grasos de membrana. 
 
3. -Ambas conclusiones nos permiten sugerir que la relación 
ω3/ω6 óptima en las reservas neutras de ovocitos de almeja babosa, se 
podría encontrar en un intervalo de 1,5 a 2,0. El incremento de dicha 
relación incide negativamente en el éxito del desarrollo larvario. 
 
En relación a la calidad larvaria se puede concluir: 
 
4. -El paso de ovocito fecundado a larva D requiere la trans-
formación de sus biomembranas, siendo los ácidos grasos constituyentes 
más necesarios los que más se incrementan en el proceso (ácido palmítico, 
DHA, ácido esteárico y oleico). 
 
5. -El descenso del EPA, más acusado en lípidos de reserva en 
períodos de no alimentación (lecitotróficos) y en lípidos de membrana en 
períodos de ayuno o de déficit en sus reservas lipídicas, se puede deber a 
su doble papel. Uno como sillar estructural en la construcción de fosfolípidos 
de membrana (como tal o como sustrato para la formación de DHA), y otro 
como combustible secundario generador de ATP y poder reductor en etapas 
de alta demanda biosintética o, en casos de ayuno, aportando la energía 
necesaria para los procesos vitales. 
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6. -En larvas de almeja babosa no se observa un claro período 
mixotrófico. Así las larva D ya crecen (incrementan sus ácidos grasos de 
membrana) y almacenan reservas (incrementan sus ácidos grasos neutros) 
en el período de veliger temprano, característica de una asimilación de ali-
mento exógeno. Las larvas de la vieira reflejan un comportamiento distinto, 
observándose un período mixotrófico entre el día 2 y el día 5, caracterizado 
por una pequeña pérdida de AGTs en lípidos polares (intensa reestruc-
turación de biomembranas) y sobre todo, una importante pérdida en AGTs 
en lípidos neutros. 
 
7. -Las larvas de la almeja babosa priorizan su desarrollo larvario 
en crecer (larvas magras), mientras que en la vieira la estrategia es la de 
acumular (larvas grasas). Esto es coincidente con que el perfil de ácidos 
grasos de la dieta microalgal aportada, se refleja en los % de incorporación 
de los mismos en lípidos neutros (reservas) de las larvas de la vieira, 
mientras que en la almeja babosa, el perfil de ácidos grasos de la dieta se 
asemeja al % de incorporación de estos ácidos grasos en lípidos polares 
(membranas).   
 
En relación a la calidad nutricional se puede concluir: 
 
8. -La calidad y cantidad de alimento repercuten en las tasas de 
crecimiento y en el tiempo en que la larva está lista para metamorfosear. 
 
9. -Las microcápsulas lipídicas pueden ser una herramienta de 
trabajo válida para la incorporación de aceites o grasas con distintos perfiles 
en ácidos grasos y su suplementación a la dieta microalgal al confirmarse la 
ingestión, digestión y asimilación, tanto en lípidos estructurales, como de 
reserva del ácido araquidónico deuterado, incorporado en microcápsulas de 
aceite de oliva. 
 
               10.-También es factible el uso de las microcápsulas de gelatina 
acacia en estudios del metabolismo lipídico de ácidos grasos en larvas de 
bivalvos marinos, al poder rastrear tanto la incorporación del mismo, como 
su posible biotransformación (elongación y/o desaturación) por la maqui-
naria enzimática propia de organismo. 
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